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Das Anheften von Zellen an ihre Außenwelt und anderen Zellen ist die Basis vielzelliger Orga-
nismen. Diese Adhäsion wird durch Proteine, welche in der Zellmembran liegen, ermöglicht.
Die Fähigkeit zur Adhäsion wird daher in vielen Experimenten als Test der Viabilität herange-
zogen. Ist eine normalerweise adhärente Zelle nicht mehr in der Lage, sich an ihre Umgebung
anzuheften, leitet sie üblicherweise den Zelltod ein. Die Mechanismen der Adhäsion, und die
damit verbundene Migration, sind also eine essenzielle Funktion von adhärenten Zellen.
In der Signalweiterleitung der Zelle bei einer Anheftung ist eines der Hauptaktoren das Protein
Fokale Adhäsionskinase (FAK). Sie ist für den Auf- sowie Abbau der fokalen Adhäsionen zu-
ständig und sorgt somit für die Anheftung der Zelle und die dadurch resultierende Verbindung
zwischen extra- und intrazellulären Strukturen.
Aufgrund dieser essenziellen Aufgabe und der Tatsache, dass die FAK eine erhöhte Expression
und Aktivität in diversen Krebszellen aufzeigt, wird sie oft in der medizinischen Forschung als
mögliches Zielprotein für Medikamente betrachtet.
Es gibt bereits Forschungen die zeigen, dass sich die Viabilität von Krebszellen bei der Inhibi-
tion der FAK verringert. Diese Beobachtungen beruhen hauptsächlich auf Lebendzellfärbungen
sowie Adhäsionstests.
In dieser Arbeit wurden zwei FAK-Inhbitoren und deren Wirkung auf die phosphorylierte Form
der FAK mittels Einzelmolekülmikroskopie auf molekularer Ebene untersucht. Die einzelnen de-
tektierten Proteine wurden anschließend durch eine automatisierte Auswertung analysiert und
deren Eigenschaften bezüglich Clusterbildung innerhalb fokaler Adhäsionen charakterisiert.
Abschließend wurden diese Einzelmoleküldaten mit eigenen Lebendzellfärbungen und etablier-
ter Literatur in einen gemeinsamen Kontext gebracht.
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Abstract
The attachment of cells to their environment and to other cells is the basis of multicellular
organisms. This adhesion is made possible by proteins located in the cell membrane. The ability
to adhere is therefore used in many experiments as a test of viability. If a normally adherent cell
is no longer able to adhere to its environment, it usually initiates apoptosis.
The mechanisms of adhesion and the associated migration are therefore an essential function of
adherent cells.
In the signalling pathways within cells during attachment, one of the main actors is the protein
focal adhesion kinase (FAK). It is responsible for the set-up and degradation of focal adhesions
and thus ensures the attachment of the cell and the resulting connection between extracellular
and intracellular structures.
Due to this essential task and the fact that FAK shows increased expression and activity in various
cancer cells, it is often regarded as a potential target protein for drugs in medical research.
Studies have already shown that the viability of cancer cells is reduced by the inhibition of FAK.
These observations are mainly based on live-cell stainings and adhesion tests. In this thesis,
two FAK inbitors and their effect on the phosphorylated form of the FAK using single-molecule
microscopy were analyzed at the molecular level. The individual detected proteins were then
further processed by automated evaluation and resulted in characterizations regarding their
properties with respect to cluster formation within focal adhesions.
Finally, these single molecule data were brought into a common context with their own live cell




Die Basis vielzelliger Organismen ist die Anheftung, oder Adhäsion, einzelner Zellen an entwe-
der extrazelluläre Strukturen (ECM) oder an andere Zellen.
Die Adhäsion ist nur möglich, weil die Plasmamembran, welche jede Zelle umgibt, Proteine
beinhaltet, die das Äußere der Zelle mit dem Inneren verbinden.
Im Allgemeinen werden tierische Zellen in eine Vielzahl von unterschiedlichen Zelltypen unter-
teilt. In dieser Arbeit wird zunächst auf die hauptsächliche Unterteilung von adhärenten und
nicht adhärenten Zellen eingegangen, da der Hauptfokus auf adhärenten Zellen und im Detail
auf den Proteinen, die für Adhäsion und Migration zuständig sind, liegt.
In Organismen unterscheiden sich diese beiden Zelltypen sowohl in der Morphologie als auch in
ihrer Funktion erheblich. Die wohl bekanntesten nicht adhärenten Zellen in tierischen Organis-
men sind Erythrozyten und Leukozyten. Da sie sich aufgrund ihrer Aufgaben im Körper frei im
Blut bewegen, haben sie wie die meisten nicht adhärenten Zellen, eine rundliche Morphologie
und sind vereinzelt.
Dagegen besitzen adhärente Zellen eine unterschiedliche Morphologie, welche auch abhängig
von ihrer Umgebung ist. Sie bilden im Verbund solide Gewebe und Organe aus und organi-
sieren sich gegenseitig im direkten Kontakt. Die Merkmale eines Gewebes werden durch die
Ähnlichkeit der darin befindlichen Zellen bezüglich Funktion und Zelltyp bestimmt. Die typi-
schen Unterteilungen der Gewebe innerhalb eines Organismus sind Epithelgewebe, Bindegewe-
be, Muskelgewebe und Nervengewebe. Um die hierfür nötige Adhäsion an der ECM und anderen
Zellen zu begünstigen, bilden diese Zellen Pseudopodien, meist Lamellipodien, aus.
Damit die direkte Außenwelt sensiert und mit ihr interagiert werden kann, besitzen Zellen da-
her Proteine, die in der Plasmamembran verankert oder zumindest an diese gebunden sind. In
dieser Arbeit wird im Folgenden nur auf Proteine eingegangen, welche an der fokalen Adhäsion
beteiligt sind. Diese übernehmen diverse Aufgaben, die von Proliferation [1, 2, 3, 4] und Ad-
häsion [5, 6, 7, 8, 9] bis zur Migration [10, 11, 12, 13] reichen. Diese Zelladhäsionsmoleküle
sind Transmembranproteine und damit Teil einer sehr großen Proteinfamilie. Innerhalb dieser
Gruppe gibt es Proteine für die Adhäsion an die ECM [14, 15, 16], und auch solche, die mit
benachbarten Zellen interagieren [17, 18, 19]. Obwohl die Aufgaben sehr unterschiedlich sind,
teilen sich die Adhäsionsmoleküle die Fähigkeit, den Ausbau und Verbund von Gewebe orga-
nisieren zu können [20, 21, 15, 22, 23]. Sie steuern die Adhäsion und Migration durch den
ständigen Auf- und Abbau von Zelladhäsionen.
Eine der wichtigsten und weit verbreitetsten Adhäsionsproteine ist die Familie der Integrine.
3
1.2 Fokale Adhäsionen
Integrine sind Transmembranproteine und bilden Heterodimere. Diese bestehen immer aus zwei
unterschiedlichen Untereinheiten, einer α- und einer β-Untereinheit [24, 25, 26]. Insgesamt
gibt es in Säugerzellen 18 α-Untereinheiten und 8 β-Untereinheiten, wobei bislang insgesamt
24 Heterodimere identifiziert wurden [25, 27, 19, 15, 28]. Integrine bilden die äußerste Veran-
kerung der Zellen an die ECM. Beim Sensieren und Adhärieren an die ECM bilden sie Cluster
und rekrutieren weitere, im Zellinneren befindliche Membran- und Strukturproteine, um die
Verbindung mechanisch zu verstärken und diverse Signalwege einzuleiten [14, 29, 30]. Mit
am häufigsten ist die Sensierung und Anheftung an Fibronektin durch das Heterodimer α5β1
[31]. Dieses initiale Sensieren der Integrine und die darauffolgende Antwort geschehen nahezu
zeitgleich [32].
Abbildung 1: Die beiden Untereinheiten (grün) der Integrine sensieren die ECM (in diesem Bild oberhalb der
Membran) und rekrutieren auf der Innenseite der Zelle Strukturproteine wie Talin, Paxillin, Vinculin,
Src und FAK. Durch die gegenseitige Aktivierung von Src und FAK eröffnen sich unterschiedlichste
Signalwege und -kaskaden, die zur Änderung der Proliferation und Migration der Zelle führen. Alle
Proteine zusammen bilden eine fokale Adhäsion (FA) (gelber Kreis).
Es kommt zur Bildung einer fokalen Adhäsion (Abb. 1). Auf der Innenseite der Membran werden
Strukturproteine, wie Paxillin, Talin und Vinculin von den clusterbildenden Integrinen rekru-
tiert. Anders als Enzyme, besitzen die meisten Strukturproteine keine katalytische Eigenschaft,
sondern sind durch Bindungen ihrer Partner direkt für den Aufbau intrazellulärer Strukturen
zuständig. Allerdings gibt es auch eine Vielzahl von Proteinen, die sowohl eine enzymatische als
auch strukturelle Funktion besitzen. Ein wichtiges Beispiel hierfür ist die Src und FAK, die von
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den oben genannten Proteinen Talin, Paxillin und Vinculin rekrutiert werden. Durch eine gegen-
seitige Aktivierungskaskade von Src und FAK wird eine maximale Aktivität der FAK ermöglicht
[33]. Am zytosolischen Ende der fokalen Adhäsion können letztlich Aktinfilamente binden, um
das Zytoskelett der Zelle auszubauen und an die neu entstandene Adhäsion knüpfen zu können.
Durch den Auf- und Abbau solcher Proteinstrukturen reguliert die Zelle Proliferation und Mi-
gration. Fokale Adhäsionen regulieren ebenfalls das Zellüberleben, da das spontane Ablösen
von eigentlich adhärenten Zellen zur Apoptose führt. Der generelle Auf- und Abbau solcher
Strukturen ist zeitlich auf unter eine Stunde bestimmt worden [16].
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1.3 Tyrosinkinasen und FAK
Die FAK, oder auch protein tyrosine kinase 2 (ptk2), wurde erstmals 1990 von Kanner et al.
identifiziert [34]. Es handelt sich um eine 125 kDa große Tyrosinkinase, die eine Vielzahl von
Aufgaben in der Zelle übernimmt. Dazu zählt die Regulierung von Migration und Adhäsion
sowie das Zellüberleben an sich, denn FAK-knockout (FAK−/−) Mausembryonen sind nicht le-
bensfähig [35]. FAK Homologe wurden 1993 in Menschen [36], 1992 in Mäusen [37] und
Hühnern [38] und 1995 in Fröschen [39] identifiziert und beschrieben [40]. Ebenfalls im Jahr
1995 wurden knockout Mäuse analysiert, die eine stark beeinträchtigte Entwicklung erleben [8].
Damit ist die FAK ein hoch konserviertes und essenzielles Protein.
Als Tyrosinkinase ist sie Teil der Familie der Proteinkinasen. Diese Kinasen sind Enzyme, die
Phosphatgruppen von ATP zu anderen Proteinen transferieren können. Je nach Zielprotein hat
ein solcher Transfer eine Aktivierung oder Deaktivierung des Proteins zur Folge. Als Unterfa-
milie der Proteinkinasen transferieren die Tyrosinkinasen die Phosphatgruppe spezifisch zur
Seitenkette eines Tyrosins im Zielprotein. Bereits 1988 wurden über 100 unterschiedliche Pro-
teinkinasen identifiziert und charakterisiert [41].
Abbildung 2: Schematischer Aufbau eines FAK-Moleküls. Die drei Domänen, FERM, Kinase und FAT sind farblich
markiert und werden durch prolinreiche Regionen (PRR) voneinander getrennt. Zusätzlich ist noch
in grün der längere Linker zwischen Kinase und FAT-Domäne dargestellt. Die bei der Aktivierungs-
kaskade entstehenden Phosphorylierungen (P) sind an den jeweiligen Aminosäuren angezeigt.
Mögliche Bindepartner wurden anhand ihrer Binderegion innerhalb der FAK zusammengefasst.
Durch die Src induzierte Autophosphorylierung am Tyrosin 397 wird die gesamte Aktivierungskas-
kade in Gang gesetzt. Ddaher gilt dieser initiale Schritt als die erste und hauptsächliche Aktivierung
des Proteins. Quelle der Abbildung: Mitra et al. 2005 [42]
Die fokale Adhäsionskinase ist ein Dreh- und Angelpunkt für viele Signalwege und -kaskaden,
und ist ebenfalls als Strukturprotein äußerst wichtig [40, 43]. In dieser Arbeit liegt der we-
sentliche Fokus auf dem strukturellen Aufgabenbereich der FAK, jedoch übernimmt die FAK
auch eine Vielzahl von unterschiedlichen Aufgaben im Organismus. Dazu gehören etliche durch
G-Protein-gekoppelte Rezeptoren (GPCR) induzierte Signalkaskaden [44, 35] und sogar die
Steuerung unterschiedlicher Expressionen im Nukleus [45], wo sie ebenfalls für die Degradati-
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on von p53 zuständig ist [46]. Diese letzte Beobachtung ist von großer medizinischer Relevanz
und wird nochmals in den Kapiteln 1.5 und 3.3 aufgegriffen.
Grundsätzlich lässt sich der intramolekulare Aufbau des Proteins in drei Segmente aufteilen,
die N-terminale FERM-Domäne, die zentral gelegene Kinase-Domäne und die C-terminale FAT-
Domäne, die jeweils durch prolinreiche Regionen (PRR) getrennt werden (Abb. 2) [42]. Zu-
dem gibt es zwischen der Kinase und der FAT-Domäne noch einen längeren Linker. Das in der
Abbildung gezeigte FAK-interacting protein (FIP200) reguliert durch das Binden an die Kinase-
Domäne dessen Aktivität [42, 11]. Die dargestellte Interaktion von small ubiquitin-related mo-
difier (SUMO) und der FERM-Domäne der FAK findet am Lysin 152 statt und resultiert in einer
posttranslationalen Veränderung des Proteins [7, 42]. Dieser, als sumoylation beschriebene Pro-
zess, ist hauptsächlich für den Import von Proteinen in den Zellkern relevant. Es wurde aber
auch gezeigt, dass er im Falle der FAK ebenfalls für Veränderungen der katalytischen Aktivität
sorgt [7, 42]. Beide Prozesse werden in dieser Arbeit nicht weiter verfolgt.
Wie der Name ’Fokale Adhäsionskinase’ impliziert, fungiert die FAK, neben den Aufgaben im
Zellkern, hauptsächlich an Adhäsionspunkten der Zellmembran und reguliert hier sowohl den
Auf- als auch den Abbau von fokalen Adhäsionen [13]. Sie ist also für das Aufrechterhalten der
fokalen Adhäsionen zuständig. Diese allgegenwärtig exprimierte Tyrosinkinase wird ebenfalls
von diversen Rezeptoren für Wachstumsfaktoren rekrutiert [29]. Hier wirkt die FAK, obwohl
sie ebenfalls mit Src eine gegenseitige Aktivierung vornimmt, mehr als Kinase, als ein Struk-
turprotein bei den fokalen Adhäsionen. Für den zweiten Fall, auf dem auch der Fokus dieser
Arbeit liegt, wird die gegenseitige Aktivierung von Src und FAK durch die Bindung von FAK an
Talin, Paxillin und Vinculin durch die Rekrutierung über Integrine initiiert. Dadurch wird die
Autophosphorylierung der FAK am Tyrosin 397 begünstigt (pFAK), was wiederum eine SH2-
Bindedomäne für Src eröffnet. Durch die Bindung von Src, wird die FAK ebenfalls an den
Tyrosinen 576, 577 und 925 phosphoryliert. Gleichzeitig werden durch die Aktivierung der
Src, hauptsächlich durch die Phosphorylierung des Tyrosins 530, weitere Signalmoleküle wie
Cortactin, p120 Catenin und RhoGAP aktiviert.
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1.4 In der Arbeit verwendete Zellkulturen
1.4.1 MEF
Embryonale Mausfibroblasten (MEF) sind Bindegewebszellen und als solche sowohl als allein-
stehende Zellkultur als auch als feeder layer weit verbreitet [47]. Als feeder cells oder Fütterzellen
werden sekundäre Zellkulturen bezeichnet, die durch ihre Eigenschaften das Wachstum und die
Kultivierung der eigentlichen Zellkultur (meist primäre Zellkulturen) begünstigen. Die Technik
des feedes layer wurde erstmals 1955 von Puck und Marcus beschrieben [20]. Im Beispiel von
MEF-Zellen, oder Bindegwebszellen im Allgemeinen, liegt der Fokus auf der Sezernierung, bei-
spielsweise von Wachstumsfaktoren und Kollagen [47, 12]. MEF-Zellen wurden bereits 1963
als Zellkultur etabliert [48] und sind spontan immortalisiert. Durch die guten Eigenschaften als
feeder layer sind sie in der Stammzellforschung weit verbreitet, allerdings werden sie auch oft
als alleinstehende Zellkultur in diversen Arbeiten verwendet.
Die morphologischen Charakteristiken sind in Abbildung 3 zu sehen. Sie bilden unter ande-
rem deutlich erkennbare Adhäsionspunkte bzw. fokale Adhäsionen aus. Sie sind, solange sie
adhärent in 2D-Kulturen wachsen, meist sehr gestreckte und bewegliche Zellen, die in einem
Monolayer wachsen. Das heißt, sie proliferieren bzw. migrieren, anders als beispielsweise kan-
zeröse Zelllinien, erst bei nahezu 100% Konfluenz übereinander.
Abbildung 3: Konfokalmikroskopische Aufnahme von MEF-Zellen. Die Besonderheit von MEF-Zellen, und allge-
mein Bindegewebszellen, liegt in der ausgeprägten Ausbildung der Lamellipodien. Die stark ausge-
bildeten fokalen Adhäsionen sind hier durch eine Antikörpermarkierung der pFAK, in blau darge-
stellt, zu erkennen. Die Aktinstränge des Zytoskeletts wurden durch Phalloidin angefärbt und sind
hier orangefarben dargestellt.
Größenbalken = 10 µm
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Als 2D-Zellkultur bezeichnet man sämtliche Systeme, bei denen die Zellen auf einer planaren,
rigiden Oberfläche wachsen und mit Medium überlagert werden. Grundsätzlich unterscheidet
man die Dimensionalität der Zellkultur anhand der räumlichen Ausbreitungsmöglichkeit der
Zellen. Während in einer 2D-Zellkultur eine adhärente Ausbreitung grundsätzlich nur in X- und
Y-Richtung des Systems möglich ist, können sich Zellen in einer 3D-Kultur auch in Z-Richtung
ausbreiten, da die Zellen beispielsweise in einem Kollagengel anstatt auf einer gläsernen Ober-
fläche kultiviert werden. In so einer 3D-Zellkultur bilden sich vermehrt sphärische Anhäufungen
an Zellen aus [49, 50].
1.4.2 SW620
Die kanzerösen SW620-Zellen sind Darmkrebszellen der Dukes-Klasse C [51], extrahiert aus
metastasierendem Gewebe aus Lymphknoten eines männlichen Menschen. Die Dukes-Klassen
werden nach den verschiedenen Stadien der Krebserkrankung klassifiziert. Im ersten Stadium
(Dukes-Klasse A) ist der Krebs nicht sehr weit fortgeschritten und es besteht eine sehr hohe
Heilungschance. Bei dem Stadium II (Dukes-Klasse B) handelt es sich ebenfalls noch um ein re-
lativ geringes Ausbreiten des Tumors, weswegen auch hier hohe Heilungschancen bestehen. Das
dritte Stadium (Dukes-Klasse C) zeichnet sich durch ein erstes Ausbreiten in die benachbarten
Lymphknoten aus. Eine Metastasenbildung in anderen Organen oder Geweben liegt hier noch
nicht vor. Erst im Stadium IV hat der Tumor auch dorthin gestreut; hier besteht nur eine geringe
Heilungswahrscheinlichkeit.
Erstmals wurden diese Zellen von Leibovitz et al. 1979 etabliert [52]. Krebszellen werden allge-
mein in einer Vielzahl von Arbeiten verwendet, da sie, neben der offensichtlichen medizinischen
Bedeutung in der Krebsforschung, immortalisierte Zellen sind. Es gibt allerdings neben der kan-
zerösen Immortalisierung von Zellen auch spontan immortalisierte Zellen (wie die in dieser
Arbeit verwendeten MEF-Zellen), oder durch SV40-Viren induzierte Immortalität. Dennoch sind
Krebszellen, wie HeLa, HEK oder auch die hier verwendeten SW620-Zellen, weit verbreitete
Modelle in der Forschung.
Hauptsächlicher Grund für die Verwendung der SW620-Zelllinie in dieser Arbeit ist, neben dem
Vergleich zwischen Bindegewebszellen (MEF) und Epithelgewebe (SW620), die Tatsache, dass
es sich hierbei um Krebszellen handelt. Diese zeigen eine erhöhte Expression und Aktivität der
FAK und eignen sich daher perfekt für eine Analyse dieses Proteins auf Einzelmolekülebene.
9
1.5 Präklinische Studien in der Pharmaforschung
Die Identifikation von potenziellen Medikamenten ist eine äußerst wichtige und langwierige
Prozedur, bei der unterschiedlichste Parameter zu beachten sind. Eine der ersten und bedeutend-
ste Untersuchungen ist die ’Toxikologische Prüfung’ des in Frage kommenden Wirkstoffes. Sie
beinhaltet unter anderem die akute Toxizität, die Langzeitwirkungen, die Mutagenitätsprüfung
und die Reproduktionstoxizität [53]. Allgemein unterscheidet man die Toxizität eines Wirkstof-
fes anhand diverser Konzentrationsangaben, wie beispielsweise dem Median der lethalen Dosis
(LD50), der die Konzentration bestimmt, bei der die Hälfte der Versuchsorganismen sterben.
Zudem gibt es weitere wichtige Parameter in der toxikologischen Prüfung, beispielsweise die
niedrigste Konzentration, bei der noch eine Schädigung des Organismus zu messen ist (LOAEL)
oder die höchste Dosis, bei der keine Schädigung auch bei längerer Aufnahme bzw. Verabrei-
chung mehr zu beobachten ist (NOAEL) [54]. All diese Parameter und Messungen haben al-
lerdings eine gemeinsame Problematik; sie sind stark abhängig von der Sensitivität des Tests.
Die letale Dosis bei einem Tierversuch zu ermitteln bedarf noch keiner sehr präzisen Metho-
den, im Gegensatz dazu ist das NOAEL einer Zellkultur deutlich schwieriger zu ermitteln, vor
allem, wenn es unterschiedliche Wirkungen bei der Behandlung mit demselben Wirkstoff gibt.
Umso wichtiger ist die ganzheitliche Untersuchung solcher potenziellen Kandidaten für spätere
klinische Studien, im Idealfall unter so realistischen Bedingungen, wie möglich. Neben den eta-
blierten in vitro-Methoden wie beispielsweise Durchflusszytometrie als Bindeaffinitätsstudie von
Kandidaten an das Zielprotein oder auch Luciferase-Assays, als Vitalitätsstudie einer gesamten
Zellkultur, werden in vivo-Methoden immer bedeutender, da sie wichtige Erkenntnisse zu den
späteren, wesentlich teureren klinischen Phasen, beitragen können. Allerdings ist die Genauig-
keit und Effizienz in präklinischen Medikamentenforschungen nicht nur eine Frage der Kosten.
Die darauf folgenden klinischen Studien sind neben dem enormen finanziellen Aufwand auch
sehr viel langwieriger. Insbesondere spielt die Sicherheit eine große Rolle, weil zu diesem Zeit-
punkt erstmals Versuche an Patienten durchgeführt werden. Das bedeutet, dass eine Zunahme
an Erkenntnissen in früheren Studien auf verschiedenen Ebenen spätere Forschung massiv be-
einflussen und verbessern kann.
Bestenfalls sollte eine bessere Vorhersagbarkeit noch vor der Durchführung von Tierversuchen
erreicht werden. Konkretes Ziel ist daher die vermehrte Verwendung von menschlichen Zellen
und Geweben in einer möglichst realistischen Umgebung, einer 3D-Zellkultur mit den gleichen
äußeren Parametern, wie echtes Gewebe oder Versuchstieren. Zusätzlich sind nicht invasive
Tests von großer Bedeutung, um die Dynamik und Entwicklung durch die Messung nicht zu
beeinflussen [21]. Idealerweise könnte hierdurch auch eine live-Untersuchung ermöglicht wer-
den, und Endpunktbestimmungen verdrängen. Die Genauigkeit der Messungen ist ein ebenfalls
essenzieller Bestandteil solcher Ziele, da sich die kleinsten molekularen Vorgänge als immer
wichtiger herausstellen. Nicht nur in der hier gezeigten Arbeit an der FAK ist die Organisation
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der Plasmamembran von großer Bedeutung. Sie ist der einzige Ort einer Zelle, an der sämtliche
Kommunikation mit der ECM und anderen Zellen abläuft [55, 56, 57, 25, 17]. Dadurch kann ei-
ne Behandlung der Zelle, des Gewebes oder gar der Patienten in einem sehr sensitivem read-out
an der Plasmamembran gemessen werden.
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1.6 FAK-Inhibitoren
Da die FAK, wie zuvor beschrieben, unzählige, zum Teil noch unerforschte Aufgaben und Wir-
kungsweisen in der Zelle besitzt, gleichzeitig aber nachweislich eine höhere Expressionsrate und
Aktivität in Krebszellen aufweist, ist dieses Protein das Ziel vieler unterschiedlicher Arbeiten in
der Medikamentenforschung [44, 58, 59, 60, 61].
Eine der Hauptgründe für die Bearbeitung von FAK als mögliches Therapieziel ist die Beein-
flussung der Expression und Aktivität von p53, einem sehr wichtigen Apoptosefaktor, der in
Krebszellen gestört ist und somit den geplanten Zelltod verhindert.
In dieser Arbeit wurde allerdings eine andere, ebenfalls wichtige Wirkung der FAK betrachtet.
Basierend auf vorangegangenen Publikationen [58, 62, 63, 64, 2], befasst sich diese Arbeit mit
dem Einfluss von FAK-spezifischen Inhibitoren auf die Adhäsions- und Migrationsfähigkeit von
kanzerösen Zelllinien. Die Inkubation der Zelllinien mit FAK-spezifischen Inhibitoren soll die
Autophosphorylierung der FAK an Tyrosin 397 und damit den initialen Schritt hinsichtlich der
Aktivierung des Proteins verhindern. In den Arbeiten von Golubovskaya et al. aus dem Jahre
2008 und 2012 wurden viele solcher Inhibitoren auf ihre Effizienz hin überprüft und analysiert
[62, 58].
Ausgehend von den Publikationen werden die als äußerst spezifisch geltenden FAK-Inhibitoren
Y11 (Abb. 4) und Y15 (Abb. 5) für die Experimente in dieser Arbeit ausgesucht. Somit wurden
für diese Arbeit zwei Inhibitoren verwendet, die zuvor schon einmal im Fokus präklinischer Stu-
dien standen.
1.6.1 Y11
Der FAK-Inhibitor Y11, mit vollen chemischen Namen 1-(2-Hydroxyethyl)-3,5,7-triaza-1-
azaniatricyclo[3.3.1.13,7]decane bromide, wurde aufgrund der bereits bestehenden Arbeiten an
ihm sowie der validierten Spezifität für FAK gegenüber anderen Kinasen für diese Arbeit ausge-
wählt. Das Molekulargewicht dieses kleinen Moleküls beträgt 265.15 g/mol. Er wurde 2012 von
Golubovskaya et al. identifiziert und beschrieben sowie auf viele Charakteristiken, beispielswei-
se bezüglich der Spezifität und in vitro-Wirkungen, hin überprüft [62]. In dieser Arbeit wurde
die Bindung von 140.000 Kandidaten an die Kristallstruktur der Kinasedomäne der FAK mittels
DOCK 5.1 getestet, wobei sich Y11 als äußerst vielversprechend herausstellte. Insgesamt wurden
hier nicht nur die Viabilitäten der Zelllinien SW620 und BT474 nach der Behandlung getestet,
sondern auch die prozentuale Ablösung der Zellen bei steigender Konzentration. Bei der Zellli-
nie BT747 handelt es sich ebenfalls um kanzeröse Zellen, die allerdings aus dem Brustgewebe
eines weiblichen Menschen gewonnen wurden.
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Abbildung 4: Der FAK-spezifische Inhbitor Y11. Das Molekulargewicht dieses kleinen Moleküls beträgt 265.15
g/mol. Es bindet spezifisch an der Bindetasche am Tyrosin 397 der FAK und verhindert somit die
Autophosphorylierung des Proteins.
Da der Schwerpunkt dieser Arbeit ebenfalls die Zellantwort bezüglich der Adhäsion beinhaltet,
sind diese vorangehenden Erkenntnisse von großem Wert. Durch die Arbeiten von Golubovska-
ya et al. 2012 wurde der in vitro IC50-Wert dieses Inhibitors auf 50 nM für die Kinasedomäne
ermittelt [62]. Dieser Wert dient als Grundlage für die gewählten Konzentrationen in den hier
dargestellten Experimenten.
1.6.2 Y15
Der FAK-Inhibitor 14, oder auch Y15, ist ebenfalls ein membrangängiger und spezifischer FAK-
Inhibitor, der die Autophosphorylierung der FAK am Tyrosin 397 blockiert [58, 61]. Der volle
chemische Name lautet 1,2,4,5-Benzenetetramine tetrahydrochloride.
Ähnlich der Untersuchungen von Y11 sind hier sowohl die Apoptose- als auch Ablöserate der
Zellen bestimmt worden. Allerdings wurden in dieser Arbeit keine SW620 sondern BT474-Zellen
verwendet. Genau wie schon Y11 zuvor, wurde der Inhibitor Y15 von Golubovskaya et al. durch
sogenanntes computational docking mittels DOCK 5.1 an der Kristallstruktur von FAK ermittelt.
Abbildung 5: Der FAK-Inhbitor Y15. Das Molekulargewicht dieses kleinen Moleküls beträgt 284.01 g/mol.
In der Publikation von Golubovskaya et al.,2008, konnte in einem in vitro-Assay der Kinaseak-
tivität ein IC50 von 1 µM ermittelt werden [58]. Auch dieser Wert dient als Grundlage für alle
Konzentrationen, mit denen die Zellen in dieser Arbeit behandelt werden.
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1.7 Zielsetzung der Arbeit
Ziel der Arbeit ist die Analyse der FAK auf molekularer Ebene durch Einzelmolekülmikroskopie
nach Behandlung mit kommerziell erhältlichen Inhibitoren, welche als Beispiel für potenzielle
Medikamente dienten. Durch die erhöhte Auflösung sollen einzelne FAK-Moleküle detektiert
werden, um deren Anzahl und Dichte zu analysieren und die damit verbundenen Eigenschaften
der FAK und deren Verhalten bezüglich der Cluster zu charakterisieren. In Abbildung 6 ist das
Vorgehen der Arbeit dargestellt.
Abbildung 6: Schematische Darstellung der Kapiteleinteilung des Ergebnisteils. Die mikroskopische Aufnahme
der Lebendzellanalyse (A) zeigt einen groben Überblick über die gesamte Zellkultur eines Experi-
ments und resultiert in Balkendiagrammen (E), um die Wirkung eines Inhibitors auf die gesamte
Zellkultur zu analysieren. Die konfokalmikroskopischen Aufnahmen der MEF-Zellen (B) dienen als
Brücke zwischen der Analyse ganzer Zellkulturen und der Detektion einzelner Proteine. Außerdem
wurden so die Strukturproteine einer fokalen Adhäsion und deren Kolokalisation überprüft sowie
die Spezifität des pFAK-Antikörpers gezeigt. Die Einzelmolekülmikroskopie resultiert zunächst in
Positionsdaten detektierter pFAK-Signale (C), die dann in eine automatisierte Clusteranalyse über-
führt werden kann. Hierdurch können die einzelnen Cluster identifiziert und charakterisiert werden
(D). Schließlich können sämtliche Analysen in zusammengefassten Balkendiagrammen dargstellt
werden, um den Effekt der beiden hier getesteten Inhibitoren auf die Zelltypen MEF und SW620
zu ermitteln (F).
Größenbalken: A = 200 µm, B = 10 µm, C = 5 µm, D = 1 µm
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Gleichzeitig sollen konventionelle Tests, wie Lebendzellassays, angefertigt werden, um die er-
hobenen Daten und deren Analyse in die bestehende Literatur einarbeiten zu können. Zudem
dient der Vergleich von inhibitorischen Wirkungen auf Zellkultur- und Einzelmolekülebene als
Test für die Sensitivität des neu etablierten Systems.
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2 Ergebnisse
Die Ergebnisse dieser Arbeit unterteilen sich in die verschiedenen experimentellen Aufbauten
der Lebendzellanalyse, Konfokalmikroskopie und Einzelmolekülmikroskopie. Zu Beginn wur-
den die FAK-Inhibitoren Y11 und Y15 hinsichtlich ihrer Wirkung auf das Zellüberleben getestet.
Hierfür wurden sowohl Lebendzell- als auch Zellkernfärbungen angefertigt, um die Überlebens-
rate in einer ganzen Population zu beobachten.
Als Übergang zu der intrazellulären Analyse der inhibitorischen Wirkung auf Einzelmoleküle-
bene wurden Antikörpermarkierungen von wichtigen in fokalen Adhäsionen beteiligten Mole-
külen angefertigt und mittels Konfokalmikroskopie aufgenommen. Somit konnte der Aufbau
einer fokalen Adhäsion, insbesondere hinsichtlich der Beteiligung wichtiger Proteine, nachvoll-
zogen werden. Zudem dienen die Aufnahmen der fokalen Adhäsionen, und im speziellen die
Markierung der pFAK, dem Verständnis, wie dieses Protein in ihrer nicht-phosphorylierten und
phosphorylierten Form in der Zelle verteilt ist.
Vor der Analyse und Auswertung der gemessenen Einzelmoleküldaten, wurden die erhobenen
Daten durch simulierte Einzelmolekülaufnahmen verifiziert. Dafür konnten in silico optisch und
technisch ähnliche Daten erzeugt werden, die mit den verschiedenen Auswertemethoden zur
Clustercharakterisierung analysiert wurden. Der Grund hierfür ist, dass bei einer solchen Aus-
wertung die zugrundeliegenden Parameter der Rohdaten bekannt sind, im Gegensatz zu den
realen Messdaten. Daher konnten die verschiedenen Auswertungen, genauer im Kapitel 2.3.1
beschrieben, auf ihre Genauigkeit und Korrektheit hin überprüft werden.
Das letzte Kapitel der Ergebnisse beschäftigt sich mit der detaillierten Analyse der pFAK auf
Einzelmolekülebene und fasst die daraus entstehenden Erkenntnisse zusammen. Hier wurden
einzelne Proteine detektiert und deren Anzahl und Dichte innerhalb der fokalen Adhäsionen,
und genauer in pFAK-Cluster, analysiert und charakterisiert.
Die in dieser Arbeit verwendeten Konzentrationen der FAK-Inhibitoren Y11 und Y15 basieren
auf zwei Publikationen von Golubovskaya et al. [58, 62]. Die hier gewählten Konzentrationen
der jeweiligen Inhibitoren sind jeweils ein Vielfaches (1x,5x,10x und 50x) des in den Arbeiten
von Golubovskaya et al. ermittelten IC50 Wertes des jeweiligen Inhibitors.
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2.1 Einfluss der Inhibitoren Y15 und Y11 auf das Überleben von MEF- und SW620-Zellen
Obwohl sich diese Arbeit hauptsächlich mit der Einzelmolekülmikroskopie beschäftigt, ist es
dennoch unabdingbar, die eingesetzten Inhibitoren ebenfalls auf ihren Effekt bezüglich der Via-
bilität der Zellen zu überprüfen. Erste Experimente beschäftigten sich daher mit den Färbungen
und mikroskopischen Aufnahmen lebender MEF- und SW620-Zellen bei Inkubation nach Zuga-
be der FAK Inhibitoren Y11 und Y15.
Im Folgenden sind die Effekte der Inhibitoren auf das Überleben der beiden Zelltypen MEF und
SW620 bei den unterschiedlichen Konzentrationen gezeigt. Wie auch schon Golubovskaya et
al. 2008 und 2012 nachwies, beschränkt sich die Wirkung der beiden als sehr spezifisch be-
schriebenen Inhibitoren, je nach Konzentration, nicht nur auf die Inhibition der Kinasedomäne
der FAK, sie verändert auch die Adhäsion und Viabilität der Zelle [58, 62]. Allerdings variieren
diese Effekte bei unterschiedlichen Zelltypen stark. Zu erwähnen ist noch, dass die gezeigten
mikroskopischen Ausschnitte in Abbildung 7-11 jeweils nur etwa 5% eines einzelnen Bildes zei-
gen. Für alle Lebendzellfärbungen wurden fünf Ausschnitte des Deckglases mit jeweils 10-800
Zellen (je nach Konzentration variierte die Zelldichte deutlich) gemessen. Der Versuch wurde
insgesamt drei Mal wiederholt.
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2.1.1 Einfluss von Y15 auf lebende Zellen
In Abbildung 7 ist der Effekt von Y15 auf MEF-Zellen nach 24-stündiger Inkubation mit stei-
gender Konzentration zu sehen. Die Färbung der lebenden Zellen wurde mittels Calcein RedTM
durchgeführt, da dieser Farbstoff in Zellen verstoffwechselt werden muss, bevor er fluoresziiert.
Er eignet sich daher gut für Lebendzellfärbungen. Alle auf dem Deckglas befindlichen Zellen
wurden durch Hoechst 33342 gefärbt, da dieser Farbstoff sämtliche DNA anfärbt und somit
keinen Unterschied zwischen lebenden und toten Zellen macht (siehe Kapitel 4.2.2).
Abbildung 7: MEF-Zellen nach einer 24-stündigen Inkubation mit Y15. A-C = Kontrolle; D-F = 5 µM; G-I = 50 µM.
Die Calcein RedTM -Färbung (A, D, G) zeigt ausschließlich lebende Zellen, da der Farbstoff erst ver-
stoffwechselt werden muss, um fluoreszent zu sein. Die Hoechst 33342-Färbung (B, E, H) hingegen
färbt alle Zellkerne sowohl von lebenden als auch toten Zellen, da dieser Farbstoff lediglich DNA
anfärbt. Die Bilder (C, F, I) zeigen die vorangehenden Farbkanäle übereinander gelegt, um die to-
ten und lebenden adhärenten Zellen zu unterscheiden. Bei der Inkubation mit 5 µM des Inhibitors
ist auf den ersten Blick kein direkter Effekt zu beobachten. Bei 50 µM sind deutlich weniger Zellen
auf dem Deckglas zu sehen und die Rate an lebenden Zellen ist sehr niedrig.
Größenbalken = 125 µm
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Die Färbung mit Calcein RedTM dient der Lebendzellfärbung und ist in der oben gezeigten Ab-
bildung orangefarben markiert (A, D, G). Der selbe Bildausschnitt wurde ebenfalls mit Hoechst
33342 gefärbt, hier in blau dargestellt, um die Gesamtzellzahl zu bestimmen (B, E, H). In (C, F,
I) wurden diese beiden Farbkanäle zusammengelegt, um die Rate von toten und lebenden Zellen
optisch besser beurteilen zu können. Die Kontrolle (A-C) zeigt wie erwartet eine sehr geringe
Rate an abgestorbenen Zellen. Bei einer Behandlung über 24 Stunden mit einer Konzentration
von 5 µM sieht man in diesem Beispielbild (D-F) ebenfalls nur eine geringe Rate an toten Zellen.
Im Vergleich zur Kontrolle ist diese allerdings etwas erhöht. Nach 24-stündiger Inkubation mit
50 µM des Inhibitors Y15 ist zu erkennen, dass sich sowohl die meisten Zellen vom Deckglas
gelöst haben als auch, dass der Großteil der sich noch auf der Oberfläche befindlichen Zellen
tot ist.
Abbildung 8: SW620-Zellen nach einer 24-stündigen Inkubation mit Y15. A-C = Kontrolle; D-F = 50 nM Y15;
G-I = 2.5 µM Y15. Die Calcein RedTM -Färbung (A, D, G) zeigt ausschließlich lebende Zellen. Die
Hoechst 33342-Färbung (B, E, H) hingegen färbt alle Zellkerne sowohl von lebenden als auch toten
Zellen. Die Bilder (C, F, I) zeigen die vorangehenden Farbkanäle übereinander gelegt, um die toten
und lebenden adhärenten Zellen zu unterscheiden.
Größenbalken = 125 µm
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Bei der Behandlung von SW620-Zellen gibt es optisch große Ähnlichkeiten zu den mikroskopi-
schen Aufnahmen der MEF-Zellen. Hier ist ebenfalls keine Sterberate in der Kontrolle zu sehen.
Der Effekt nach 24 Stunden mit einer 5 µM Inkubation des Inhibitors Y15 ist noch geringer, als
er bei MEF-Zellen zu beobachten ist. Es gibt hier keinen messbaren Unterschied zur Kontrolle.
Nach einer Behandlung mit 50 µM Y15 ist nach 24 Stunden allerdings ebenfalls eine hohe Rate
an abgelösten Zellen zu beobachten. Zusätzlich wurden auch hier viele noch auf dem Deckglas
befindliche Zellen als tot identifiziert, wenn auch weniger im Vergleich zu dem Versuch mit MEF-
Zellen.
In der gesamten Auswertung von MEF- und SW620-Zellen wurde das Zellüberleben nach einer
Inkubationszeit von einer bzw. 24 Stunden mit den Konzentrationen 1, 5, 10 und 50 µM analy-
siert (Abb. 9).
Bei den hier verwendeten MEF-Zellen verringert sich nach einstündiger Inkubation mit den
angegeben Konzentrationen des Inhibitors Y15 die Überlebensrate deutlich. Der Rückgang an
lebenden Zellen nach einer Stunde ist bei steigender Konzentration in Abbildung 9(A) deut-
lich zu sehen. Die durch Literatur gestützte Erwartung, dass bei steigender Konzentration das
Zellüberleben abnimmt, konnte hier gut gezeigt werden. Allerdings sind bei den MEF-Zellen
starke Schwankungen zu verzeichnen, was sich in den großen Fehlerbalken widerspiegelt und
die scheinbare Erhöhung der Viabilität bei 50 µM erklärt.
Nach einer Inkubationszeit von 24 Stunden scheint sich der initiale Rückgang an lebenden Zel-
len weitestgehend erholt zu haben. Einzige Ausnahme bildet hier der Maximalwert von 50 µM,
bei dem die Zellen nahezu vollständig abgetötet und/oder abgelöst wurden (9B).
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Abbildung 9: Lebendzellfärbung mittels Calcein RedTM nach einer oder 24 Stunden Inkubation (MEF = A-B;
SW620 = C-D) mit dem Inhibitor Y15. Obwohl bei einer einstündigen Inhibition mit Y15 ein Ef-
fekt der Lebensfähigkeit zu beobachten ist, scheinen sich diese Effekte nach 24 h weitestgehend
zu kompensiert worden zu sein. Lediglich bei hohen Dosen (ab 50 µM) ist die Überlebensrate von
MEF-Zellen verschwindend gering. Bei der Krebszelllinie gibt es keinen kurzzeitigen Effekt nach ei-
ner einstündigen Inkubation. Nach 24 h scheint es leichte Effekte zu geben, die ab einer Dosis von
50 µM deutlich zunehmen.
Dieser Effekt ist auch in Abbildung 7(G-I) zu sehen. In diesem Ausschnitt eines mikroskopischen
Bildes ist der massive Rückgang an lebenden und adhärenten Zellen zu sehen.
Bei der hier verwendeten kanzerösen Zelllinie SW620 gibt es einen deutlich geringeren Ef-
fekt bei gleichen Inkubationszeiten und Konzentrationen mit dem Inhibitor Y15 (Abb. 8). Dies
ist nicht nur in der gezeigten mikroskopischen Aufnahme zu sehen, es zeigt sich auch in der
Gesamtstatistik des Versuches (Abb. 9). Es gibt keinen messbaren Unterschied zwischen der
Kontrolle und den verwendeten Konzentrationen nach einer einstündigen Inkubation mit Y15.
Bei einer 24-stündigen Behandlung ist nur ein minimaler Effekt zu sehen, der ab einer Konzen-
tration von 50 µM stärker zunimmt. Diese Ergebnisse lassen sich gut mit den Daten aus den
oben genannten Publikationen vereinen und werden nochmals im Kapitel 3.3 aufgegriffen.
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2.1.2 Einfluss von Y11 auf lebende Zellen
Wie in Kapitel 2.1.1 wurden die hier gezeigten Markierungen mittels Calcein RedTM (orange-
farben) und Hoechst 33342 (blau) durchgeführt. In Abbildung 10 sieht man, dass die Kontrolle
der MEF-Zellen eine unveränderte Zellzahl und Überlebensrate zeigt (A-C). Verglichen mit der
Behandlung mit Y15 ist auch bei der Inkubation mit dem 5-fachen des ermittelten IC50-Wertes
(250 nM) nach 24 Stunden nahezu kein Effekt zu beobachten (D-F). Nach 24-stündiger Be-
handlung mit dem 50-fachen IC50 des Inhibitors Y11 (2.5 µM) ist ebenfalls kaum eine Ablösung
der Zellen zu beobachten, allerdings ist die Viabilität deutlich zurück gegangen, was an einer
vermehrten Anzahl blau angefärbter Zellen zu erkennen ist, da Hoechst 33342 (hier in blau
dargestellt) alle Zellen färbt, Calcein RedTM (orangefarben) hingegen nur lebende Zellen färbt.
Abbildung 10: MEF-Zellen nach einer 24-stündigen Inkubation mit Y11. A-C: Kontrolle nach 24 Stunden.
D-F: 250 nM Y15 nach 24 Stunden. H-I: 2.5 µM Y15 nach 24 Stunden. Die Calcein RedTM -Färbung
(A, D, G) zeigt ausschließlich lebende Zellen. Die Hoechst 33342-Färbung (B, E, H) hingegen färbt
alle Zellkerne sowohl von lebenden als auch toten Zellen an. Die Bilder (C, F, I) zeigen die vor-
angehenden Farbkanäle übereinander gelegt, um die toten und lebenden adhärenten Zellen zu
unterscheiden. Größenbalken = 125 µm
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Bei der Behandlung und Inkubation von SW620-Zellen unter den selben Bedingungen, ist eben-
falls ein geringerer Effekt, im Vergleich zu der Behandlung mit Y15, zu sehen (Abb. 11). In der
Kontrolle (A-C) ist wie erwartet keine Ablösung und kein Zelltod zu beobachten. Nach einer
24-stündigen Behandlung mit 250 nM des Y11-Inhibitors ist ebenfalls kein Effekt und dadurch
kein Unterschied zur Kontrolle zu sehen. Interessant ist der ausbleibende Effekt selbst bei höhe-
ren Konzentrationen wie 2.5 µM des Inhibitors Y11. Hier ist auf den gezeigten Beispielbildern
weder eine Ablösung noch eine Verringerung der Viabilität zu erkennen.
Abbildung 11: SW620-Zellen nach einer 24-stündigen Inkubation mit Y11. A-C: Kontrolle nach 24 Stunden.
D-F: 250 nM Y15 nach 24 Stunden. H-I: 2.5 µM Y15 nach 24 Stunden. Die Calcein RedTM -Färbung
(A, D, G) zeigt ausschließlich lebende Zellen. Die Hoechst 33342-Färbung (B, E, H) hingegen färbt
alle Zellkerne, sowohl von lebenden als auch toten Zellen. Die Bilder (C, F, I) zeigen die voran-
gehenden Farbkanäle übereinander gelegt, um die toten und lebenden adhärenten Zellen zu
unterscheiden.
Größenbalken = 125 µm
Jedoch zeigt sich in der Gesamtstatistik ebenfalls eine deutlich messbare Wirkung des Inhibi-
tors. Diesmal, im Unterschied zur Behandlung mit Y15, ist auch bei einer einstündigen Inkuba-
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tionszeit bereits ein Effekt bei hohen Konzentrationen zu messen (Abb. 12C). Bei 24-stündiger
Behandlung scheint es allerdings bis auf eine geringe Abnahme der Viabilität ab 250 nM keinen
weiteren Effekt mehr zu geben. Analog zu dem Vergleich mit der Literatur und den Ergebnissen
der Y15 Behandlung, kann auch hier diskutiert werden, dass der Versuchsaufbau sich unterschei-
det, andere Zellen verwendet wurden und je nach Versuch auch höhere molare Konzentrationen
getestet wurden.
Abbildung 12: Lebendzellfärbung mittels Calcein RedTM nach einer oder 24 Stunden Inkubation mit dem Inhi-
bitor Y11 (MEF = A-B; SW620 = C-D; 1h = A+C; 24h = B+D). Der Effekt des Inhibitors Y11 auf
die Überlebensfähigkeit von MEF-Zellen ist schon nach einer Stunde deutlich zu sehen und ver-
ändert sich kaum über die Zeit von 24 Stunden. In beiden Zeiträumen ist eine Verringerung der
Überlebensrate von ungefähr 50% zu verzeichnen. Bei SW620-Zellen entsteht ein Rückgang der
Viabilität bei höheren Konzentrationen ebenfalls bereits nach einer Stunde Inkubation mit dem
Inhibitor. Nach 24 Stunden scheinen sich die kanzerösen Zellen jedoch zu erholen, hier gibt es nur
minimale Effekte zu beobachten.
Die Behandlung mit dem FAK-Inhbitor Y11 zeigt deutliche Unterschiede sowohl zwischen Kon-
trolle und Behandlung als auch zu dem Versuch mit Y15. Bei der Inkubation von MEF-Zellen
mit Y11 scheint der Effekt gleichmäßiger und im direkten Vergleich mit der Wirkung von Y15,
stärker zu sein. Obwohl man optisch keinen unmittelbaren Effekt erkennt (Abb. 10), ist in der
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Gesamtstatistik des Versuches ein deutlicher Rückgang an lebenden MEF-Zellen zu beobach-
ten. Hier ist ein mit der jeweiligen Konzentration einhergehender gleichmäßiger Rückgang der
Viabilität zu beobachten, sowohl bei einstündiger, als auch bei 24-stündiger Inkubationszeit
(Abb. 12A-B). Ein interessanter Unterschied zwischen den Inhibitoren Y15 und Y11 liegt of-
fenbar in der Langzeitwirkung vor, zumindest bei den hier gemessenen MEF-Zellen. Bei ein-
stündiger Behandlung sind die Wirkungen sehr ähnlich und können miteinander verglichen
werden. Allerdings hebt sich der initiale Rückgang an lebenden Zellen bei der Behandlung mit
Y15 auf, während er bei Y11 weiter anhält. Es gilt zu bedenken, dass die Konzentrationen zwar
die gleichen Multiplikatoren des jeweiligen IC50-Wertes sind, es dadurch jedoch zu molaren
Konzentrationsunterschieden kommt, da sich die beiden IC50-Werte deutlich unterscheiden.
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2.2 Konfokalmikroskopie und Auswahl der Antikörper
Der nächste Abschnitt beschäftigt sich mit der mikroskopischen Aufnahme von MEF-Zellen am
Konfokalmikroskop und genauer mit der Betrachtung von fokalen Adhäsionen. Hierfür wurden
diverse Proteine, die eine Rolle an und in fokalen Adhäsionen spielen, durch Antikörper mar-
kiert. Dies dient sowohl zur Untersuchung der Spezifität der genutzten Antikörper, als auch zum
Nachvollziehen des Aufbaus der in der Einleitung beschriebenen Adhäsion am Beispiel der MEF-
Zellen. Dieses Kapitel beschäftigt sich ebenfalls mit der Validierung des Färbeprotokolls, welches
für die Einzelmolekülmikroskopie verwendet wird und somit essenziell ist.
Im Folgenden sind daher diverse Kolokalisationen unterschiedlicher Adhäsions- und Struktur-
proteine zu sehen (Abb. 13). Die Markierungen der einzelnen Proteine sind in der jeweiligen
Farbe in den Bildern gekennzeichnet, die übereinandergelegten Aufnahmen (C,F,I) zeigen die
einzelnen Kolokalisationen der Aufnahme in weiß.
Mit Hilfe der Antikörpermarkierungen konnte der Aufbau einer fokalen Adhäsion im Konfokal-
mikroskop dargestellt werden, da die einzelnen Markierungen von dem Äußeren der Zelle bis
weit in das Zytosol reichen.
In Abbildung 13(A) ist zunächst die FAK, in blau markiert, dargestellt. Auf der Unterseite der
Zelle konnten vor allem an den Randbereichen gehäufte Signale detektiert werden. Im Zytosol
sind deutlich weniger und zerstreutere Markierungen zu erkennen. Dies deutet auf die haupt-
sächliche Anwesenheit von FAK an den fokalen Adhäsionen hin. In Abbildung 13(B) ist eine
Aktinfärbung der gleichen Zelle zu sehen. Hier sind die Stränge, welche von den fokalen Adhä-
sionen ins Zellinnere verlaufen, deutlich sichtbar. Bei einer Überlagerung der Farbkanäle ist eine
deutliche Kolokalisation zu erkennen, wobei die FAK meist noch weiter an der Zellmembran als
die Aktinstränge zu liegen scheint, was ebenfalls der Literaturangaben und der schematischen
Darstellung in Abbildung 1 entspricht.
Als nächste Markierung wurde die phosphorylierte Form der FAK gewählt, hier ebenfalls in blau
dargestellt (Abb. 13D). Bei dieser Aufnahme ist der Unterschied zwischen den fokalen Adhäsio-
nen und dem Zytosol noch stärker ausgeprägt. Es sind nur noch vereinzelte schwache Signale
innerhalb der Zelle zu erkennen, wobei die stärker ausgeprägten Adhäsionen der Zelle nahe-
zu vollständig markiert wurden. Bei dieser Kolokalisation wurde die Integrin-Untereinheit ß1,
hier orangefarben dargestellt, markiert. Auch hier ist eine deutliche Färbung der fokalen Ad-
häsionen zu beobachten, wobei auch einige Signale im Zytosol vorliegen, diese jedoch nicht
geclustert sind. In der Überlagerung der Kanäle ist ebenfalls eine starke Kolokalisation, in weiß
dargestellt, zu beobachten. Hier ist deutlich eine gemeinsame Anhäufung der beiden Proteine
innerhalb der fokalen Adhäsionen der Zelle zu beobachten. Im Zytosol ist dagegen nahezu keine
Kolokalisation zu erkennen.
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Abbildung 13: Unterschiedliche Antikörpermarkierungen bei MEF-Zellen. Die drei gezeigten Aufnahmen wurden
mit den in der jeweiligen Farbe dargestellten ersten Antikörpern und anschließend mit einem
sekundären Antikörper markiert. Die Kolokalisation von FAK und Aktin ist in A-C zu sehen. Die
Reihenfolge der Rekrutierung, die in 1.2 beschrieben wird, kann hier gut nachvollzogen werden,
da sich die FAK-Moleküle (blau) weiter außen, als die orange gefärbten Aktinstränge befinden.
Dennoch sind viele Kolokalisationen zu beobachten. Bei den Bildern D-F ist die phosphorylierte
Form der FAK (blau), zusammen mit der ß1-Untereinheit der Integrine zu sehen. Hier sieht man
ebenfalls eine deutliche Kolokalisation, wobei auch hier der Aufbau einer FA durch die weiter
innen liegende pFAK bestätigt wird. Die hier in blau dargestellten Paxillin-Moleküle zeigen nur
eine geringe Kolokalisation mit Aktin (orange), was ebenfalls den Erwartungen entspricht.
Größenbalken = 10 µm
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Die dritte und letzte hier gezeigte Markierung innerhalb einer MEF-Zelle zeigt die beiden Struk-
turproteine Paxillin und Aktin. Wie zuvor beschrieben und in Abbildung 1 gezeigt, wird Paxillin
direkt durch die geclusterten Integrine rekrutiert und aktiviert dadurch die Bindung von Src
und FAK. Daher ist, wie zu erwarten, die Markierung in Abbildung 13(G) hauptsächlich in den
fokalen Adhäsionen zu sehen, hier ebenfalls in blau dargestellt. Aktin wurde wie schon in Ab-
bildung 13(B) hier ebenfalls orangefarben dargestellt. Die Markierung sieht nahezu identisch
aus und zeigt die typischen und deutlichen Stränge vom Zelläußeren ins Innere (Abb. 13H). Bei
der Übereinanderlagerung der beiden Farbkanäle in Abbildung 13(I) ist allerdings nahezu keine
Kolokalisation zu sehen. Der Grund hierfür ist die räumliche Trennung der beiden Strukturpro-
teine, da Paxillin deutlich weiter außen als Aktin an den fokalen Adhäsionen rekrutiert wird.
Dadurch sind diese fokalen Adhäsionen an der Außenseite blau markiert und besitzen einen ins
orangefarben wechselnden Übergang in das Zellinnere.
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Abbildung 14: Antikörpermarkierungen von FAK und pFAK. Die gesamte MEF-Zelle wurde mit einem Antikörper
für FAK (A, orange) und pFAK (B, blau) markiert. Die Überlagerung der beiden Bilder (C) zeigt die
Kolokalisationen. (D) zeigt die obere Lamellipodie in Nahaufnahme. Zusätzlich wurden die Mar-
kierungen mit den plugins ThunderSTORM (für pFAK) und NanoJ (für Aktin) ausgewertet und
dargestellt (E). ThunderSTORM kann punktuelle Strukturen sowie einzelne Positionsdaten gut
erfassen, weswegen die Verwendung dieses plugins bei der pFAK-Verteilung sinnvoll ist. NanoJ
hingegen wird für die Darstellung von Strukturen genutzt, wie sie bei der Bildung von Aktinsträn-
gen zu finden sind.
Größenbalken = 10 µm
Da sich der Hauptanteil der Arbeit mit den Effekten der FAK-Inhibitoren auf die Clusterbildung
in fokalen Adhäsionen beschäftigt, musste ein Antikörper verwendet werden, der spezifisch die
aktive Form der FAK markiert. Weil diese phosphorylierte Form der FAK durch den Aufbau einer
fokalen Adhäsion entsteht und demnach auch nur an den Lamellipodien der Zelle zu finden ist,
fokussiert sich die Einzelmolekülmikroskopie in dieser Arbeit auf die phosphorylierte Form der
FAK. Zur besseren Darstellung wurden die Antikörper für FAK und pFAK verglichen (Abb. 14).
Es ist deutlich zu sehen, dass die fokalen Adhäsionen eine nahezu 100 %ige Kolokalisation der
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beiden Antikörper aufweisen, während die nicht phosphorylierte Form der FAK, im Gegensatz
zur pFAK, ebenfalls deutlich im Zytosol zu erkennen ist. Dies lässt die Schlussfolgerung zu, dass
die am Tyrosin 397 phosphorylierte und somit aktive Form der FAK hauptsächlich für die Ad-
häsion und Migration zuständig ist. In Abbildung 14(D-E) ist eine Lamellipodie einer MEF-Zelle
zu sehen, bei der die pFAK (blau) und FAK (orange) markiert wurden. Zu erwähnen ist, dass es
sich bei den beiden Bilder nicht um die selbe Zelle handelt. In Abbildung 14(D) ist die konfokal-
mikroskopische Aufnahme einer solchen Lamellipodie zu sehen, während in Abbildung 14(E)
eine solche Lamellipodie mittels TIRF (siehe Kapitel 4.3.1) aufgenommen wurde. Zusätzlich
wurden die pFAK-Markierungen mittels ThunderSTORM analysiert und als average shifted histo-
gram dargestellt. Das FIJI-plugin NanoJ erstellte die hier gezeigte Darstellung der Aktinfärbung
mittels Phalloidin. Hier ist der Unterschied zwischen den beiden Mikroskopietechniken deutlich
zu sehen, da die links zu sehenden ganzen fokalen Adhäsionen auf dem rechten Bild bereits
in einzelne Cluster aufgelöst wurden. Bei den beiden Methoden ThunderSTORM und NanoJ,
die in Abbildung 14(E) dargestellt werden, handelt es sich um Bildanalysetechniken, die durch
mathematische Ansätze eine Superresolution ermöglichen. Anhand der Unterschiede in dieser
Auflösung können die in Abbildung 14(D) gezeigten fokalen Adhäsionen als durchschnittlich
2.5 µm groß beschrieben werden, wobei die in Abbildung 14(E) gezeigten pFAK-Cluster eine
ungefähre Größe von 500 nm besitzen. Für die weitere Analyse der einzelnen Clusterstrukturen
und deren Charakteristiken ist eine höhere Auflösung also zwingend erforderlich.
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2.3 Einzelmolekülmikroskopie und die Validierung der Methode
Nachdem der Antikörper als spezifisch für die phosphorylierte Form der FAK validiert wurde,
konnte er für die Aufnahme von fokalen Adhäsionen und insbesondere der pFAK-Cluster auf
Einzelmolekülebene genutzt werden.
Alle hier gezeigten Messungen wurden von MEF oder SW620 in 2D Zellkultur mittels TIRF und
PALM aufgenommen. Der genaue Ablauf ist in 4.3.2 beschrieben.
Bevor allerdings die eigentlichen Messungen durchgeführt werden konnten, musste die Aus-
wertung der Daten zuvor validiert werden, um aussagekräftige Schlüsse aus den Rohdaten und
Messungen zu erhalten.
2.3.1 Validierung der Clusteridentifikation und -analyse
Grundsätzlich ist die Validierung neuer Methoden eine wichtige Voraussetzung für spätere Ar-
beiten. Besonders für die Auswertung von Rohdaten ist diese Validierung entscheidend, da sonst
sämtliche Aussagen, die aus Rohdaten gezogen werden, keiner Diskussion standhalten und auch
nicht in die aktuelle Forschung eingeordnet werden können. Aus diesem Grund wurden die in
dieser Arbeit dargelegten Auswertungen für die Identifikation der Cluster und deren Analyse
mit eigenen, simulierten Daten überprüft.
Hierzu kamen die in 4.4 beschriebenen mathematischen Ansätze der Clusteridentifikation, DB-
SCAN und HDB-SCAN, zum Einsatz. Die Überprüfung von automatisierten Auswertungen mit-
tels simulierter Daten hat den großen Vorteil, dass die zugrunde liegenden Parameter im Ge-
gensatz zu realen Messdaten bereits bekannt sind. Somit können die Ergebnisse direkt bewertet
und auf ihre Korrektheit hin überprüft werden. Um die Identifikation der gemessenen Cluster
und die darauf folgende Analyse zu validieren, wurden Lokalisationen einzelner Proteine in R
simuliert (siehe Anhang 5.1).
Bei der Simulation realer Daten ist die Präzision und Ähnlichkeit der beiden Datensätze essen-
ziell. Daher wurden sämtliche bekannten Parameter, die für die hier gezeigte Clusteranalyse
relevant sind, den realen Daten nachempfunden. Im Detail hat dies zur Folge, dass sowohl die
durchschnittliche Anzahl der Cluster pro ROI, als auch die Form und Größe der Cluster den
realen Messdaten im Durchschnitt entsprechen. Die einzelnen Signale pro Cluster wurden aller-
dings geschätzt, da die Analysemethode nicht für die eigene Validierung genutzt werden kann
und eine vorherige Messung der Daten daher irrelevant wäre. Außerdem ist auch schon bei einer
händischen Auswertung deutlich zu erkennen, dass die Signaldichte pro Cluster stark variieren
kann. Daher wurde die Anzahl der Cluster zwischen 2-10 pro ROI gesetzt, die Signaldichte
innerhalb eines Clusters liegt zwischen 10-300 und der Hintergrund ist mit 250-600 Signalen
ebenfalls äußerst variabel gehalten. Die entstandenen Daten wurden ebenfalls optisch mit den
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realen Rohdaten verglichen, um eine bestmögliche Übereinstimmung zu erhalten. Insgesamt
wurden 100 ROI simuliert und mit allen gezeigten Auswertemethoden analysiert (Abb. 15).
Abbildung 15: Der Quotient aus den durch die verschiedenen Methoden ermittelten Cluster durch die zugrunde
liegenden Parameter (ground truth ). Durch diese Darstellung der jeweiligen Clusteridentifika-
tionen kann die Genauigkeit der einzelnen Methoden gegenüber der ground truth ermittelt
werden. Es wurden sowohl die Anzahl der Cluster (2-10), die Signaldichte pro Cluster (10-300)
als auch die Hintergrundsignale in jeder ROI (250-600) variiert, um eine möglichst variable und
damit reale Abbildung der Messergebnisse zu erhalten.
Allerdings zeigen sich kaum Unterschiede in den verschiedenen Methoden der Clusteridentifi-
kation. Alleinige Ausnahme scheint hier der HDB-SCAN mit vorangehender Eliminierung des
Hintergrundes durch eine Dichtemaske zu sein. Dieser Unterschied ist auf die sehr hohe Va-
riabilität in der Clusterfindung des HDB-SCANs zurückzuführen, da er, im Unterschied zum
DB-SCAN, keine Parameter bezüglich der Größe der zu findenden Cluster benötigt, sondern
diesen selbst für jeden Cluster neu definiert.
Jedoch wurden bei der stichprobenartigen, manuellen Auswertung andere Fehler der einzelnen
Clusteridentifikationen gefunden, die in Abbildung 15 nicht einzusehen sind.
Eine Gemeinsamkeit aller gezeigten Auswertungen ist die Unfähigkeit, übereinander liegende
Cluster zu separieren. Obwohl es Methoden gibt, die durch multiple Dichteverteilungen solche
doppelten Cluster unterscheiden können, wurde in dieser Arbeit auf solche komplizierteren Me-
thoden verzichtet, da es den realen Daten in keiner Weise entspricht. In einer Zelle wäre nämlich
ein solcher doppelter Cluster nicht möglich, da es keine übereinander liegenden, doppelten fo-
kalen Adhäsionen oder Proteincluster gibt. Allerdings führen solche Überlagerungen an Clustern
dazu, dass keine der gezeigten Auswertungen in Abbildung 15 eine 100 %ige Genauigkeit der
Identifikation erreicht, da bei der Simulation der Daten nicht verhindert wurde, dass doppelte
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Cluster entstehen. Durch die hohe Statistik hat dieser Effekt nur einen sehr geringen Einfluss
und wurde daher nicht weiter verfolgt.
In Abbildung 16 ist eine simulierte ROI als Punktdiagramm (A) zu sehen sowie die angelegte
binäre Dichtemaske (B). In Abbildung 16(C-D) ist die Clusteridentifikation mittels DB-SCAN zu
sehen, sowohl mit als auch ohne der angewendeten Dichtemaske zur Eliminierung des Hinter-
grundes. Darunter sind die Ergebnisse des HDB-SCANs, ebenfalls mit bzw. ohne Maske (E-F)
dargestellt.
An diesem Beispiel ist die Funktionsweise des DB- und HDB-SCANs gut zu erkennen. Obwohl in
Abbildung 15 keine Differenz der Methoden zu verzeichnen ist, konnten dennoch im Großteil
in unseren simulierten Rohdaten systematische Fehler in der DB-SCAN Methode entdeckt wer-
den. Der Hauptunterschied der Methoden zeichnet sich dadurch aus, dass der HDB-SCAN in der
Lage zu sein scheint, eng benachbarte Cluster zu unterscheiden, während DB-SCAN diese oft
als einen Cluster identifiziert (Abb. 16, schwarze Pfeile). Trotz der Zusammenfassung einiger
Cluster innerhalb der Dichtemaske, schafft es der HDB-SCAN dennoch in den meisten Fällen,
diese einzelnen Cluster zu unterscheiden.
Abbildung 16: Die Rohdaten wurden in einem Punktediagramm (A) dargestellt. Die aus der Dichte der Positi-
onsdaten resultierende Maske (B) wurden verwendet, um die Rohdaten aufgrund der Dichtever-
teilung des Hintergrundes zu filtern. Sowohl die ungefilterten Rohdaten als auch die bereinigten
Cluster wurden mittels DB-SCAN (C-D) oder HDB-SCAN (E-F) ausgewertet. An dieser beispielhaf-
ten ROI ist der Vorteil des HDB-SCANs gut zu sehen, da dieser im Vergleich zum DB-SCAN, eng
benachbarte Ansammlungen von Clustern unterscheiden kann (schwarze Pfeile). Mit den roten
Pfeilen wurden Ansammlungen von Clustern markiert, die in die Randbedingungen beider Aus-
wertemethoden fallen und somit nicht getrennt werden können.
Größenbalken = 1 µm
33
Es gibt jedoch Randbedingungen, die keine der Auswertemethoden aufzulösen vermag. Hier-
zu zählen zu eng benachbarte und, wie bereits beschrieben, übereinander liegende Cluster
(Abb. 16, rote Pfeile). Um den Einfluss solcher Randbedingungen zu minimieren, wurde so-
wohl bei der Simulation der Daten als auch bei den späteren Messungen, Wert auf eine hohe
Statistik gelegt. Insgesamt wurden in dieser beispielhaften ROI 10 Cluster simuliert, wobei le-
diglich fünf durch die DB-SCAN und sieben durch den HDB-SCAN identifiziert wurden.
Um die Auswertemethoden jedoch ganzheitlich überprüfen zu können, wurde bei der Simula-
tion der Rohdaten darauf geachtet, dass es auch Cluster gibt, die in die Randbedingungen der
Analyse fallen. Hierzu zählen zu kleine Cluster und solche, mit zu geringer Dichte. Diese Cluster
sollen von der automatisierten Auswertung nicht erfasst werden.
Daher ist in einem weiteren Beispiel der konkrete Nutzen der Dichtemaske dargestellt. In der Ab-
bildung 17 sieht man die unterschiedliche Anzahl und Größe der identifizierten Cluster, sowohl
vor bzw. nach der Eliminierung des Hintergrundes durch die Dichtemaske. Der mit schwarzen
Pfeilen markierte Cluster ist ein Beispiel für eine solche Randbedingung und wird somit nicht
als auszuwertender Cluster identifiziert. Die Eliminierung des Hintergrundes, basierend auf der
Dichteverteilung (Abb. 17B), schließt ebenfalls solche Kandidaten aus.
Die andere Randbedingung, also die Größe der Cluster, wird durch die Mindestanzahl an Signa-
len innerhalb eines Clusters festgelegt (siehe Kapitel 4.4).
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Abbildung 17: Die Rohdaten wurden in einem Punktediagramm (A) und als Heatmap (B) dargestellt. Die da-
durch entstandene binäre Maske (C) kann dann auf das Punktediagramm gelegt werden, um
Cluster mit zu geringer Dichte heraus zu filtern (schwarze Pfeile). Im direkten Vergleich von (D)
zu (E) ist der Effekt der Dichtemaske auf die Auswertung der Rohdaten mittels HDB-SCAN zu se-
hen. Hier wurde ein Cluster mit zu geringer Dichte eliminiert, obwohl er von dem sehr variablen
HDB-SCAN erkannt worden wäre.
Größenbalken = 1 µm
Aufgrund der relativ gleichwertigen Genauigkeit der einzelnen Methoden und die in den Rohda-
ten ermittelten falschen Zuordnungen des DB-SCANs, wurde sich für die gesamte nachfolgende
Clusteranalye für den HDB-SCAN mit vorangehender Eliminierung des Hintergrundes mittels
Dichtemaske entschieden.
Eine wichtige beschriebene Randbedingungen des HDB-SCANs ist jedoch, dass diese Metho-
de keine Cluster finden kann, wenn es nur einen pro ROI gibt [65]. Bei den hier gezeigten
Messungen wurde daher auf eine Mindestanzahl von zwei Clustern pro ROI geachtet.
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2.4 Einfluss der Inhibitoren auf pFAK-Cluster auf Einzelmolekülebene
Pro Behandlung wurden 400-500 Cluster in 30 Zellen analysiert und jeweils eine Kontrolle
mitgeführt. Die Kontrollen wurden anschließend zusammengefasst, sodass insgesamt ca. 4800
Cluster in 210 Zellen für die Kontrolle analysiert wurden. Alle gezeigten Messungen sind zu un-
terschiedlichen Zeiten und somit auch von verschiedenen Zellpassagen angefertigt worden, um
die Variabilität der Zellkultur zu berücksichtigen. Zusätzlich wurden zeitlich unabhängig Wie-
derholungen aller Messungen angefertigt, um technische Fehler auszuschließen. Diese Angaben
beziehen sich jeweils auf beide untersuchten Zelltypen.
Im Folgenden sind diese Messungen zusammengefasst, sortiert nach Zelltyp und Konzentration,
dargestellt. Der Einfluss der FAK-Inhibitoren Y15 und Y11 auf die Cluster in fokalen Adhäsionen
wurde zu unterschiedlichen Zeitpunkten (15 min, 1 h, 24 h) gemessen, um eine schnelle und
langsame Reaktion sowie Zellantwort zu beobachten.
2.4.1 Einfluss von Y15 auf pFAK-Cluster in MEF-Zellen
Schon bei geringen Konzentrationen, im Vergleich zu der Lebendzellfärbung und Literatur-
werten, zeigt der Inhibitor Y15 einen deutlichen Effekt auf die pFAK-Cluster in MEF-Zellen
(Abb. 18).
Nach bereits 15 Minuten Inkubation mit 1 µM Y15 ist ein deutlicher Anstieg sowohl in der
Größe als auch in der Anzahl der Signale innerhalb der Cluster zu beobachten. Da der Anstieg
der Signale pro Cluster allerdings höher als die Zunahme der Clustergröße ist, zeigt sich eine
Abnahme der Signaldichte innerhalb der Cluster. Der Anstieg an Clustergröße ist auch bei der
5-fachen Konzentration zu messen, jedoch ist keine Zunahme an Signalen pro Cluster zu beob-
achten. Für die Dichte bedeutet dies einen deutlich stärkeren Rückgang bei 5 µM, im Vergleich
zur Kontrolle und auch zu der Behandlung mit 1 µM.
Nach einstündiger Inkubation mit 1 µM des Inhibitors ist nahezu kein Unterschied in der Größe
der Cluster zur Kontrolle zu sehen. Dennoch ist nach einer Stunde eine Verringerung der Signale
zu messen, die sich nach 24-stündiger Inkubation erholen. Daraus resultiert eine zunächst nied-
rigere Dichte an Signalen in der Clustern, wobei sich dieser Effekt nach 24 Stunden aufhebt.
Bei der Inkubation mit 5 µM Y15 ist nach einer bzw. 24 Stunden ein Rückgang der Signale pro
Cluster, bei gleichzeitiger Verringerung der Clustergröße, zu sehen. Dieser Effekt relativiert sich
auch nur minimal nach 24 Stunden, was eine generelle Abnahme der Dichte zur Folge hat.
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Abbildung 18: Clusteranalyse von pFAK-Cluster in MEF-Zellen nach der Inkubation mit 1 µM (A, C, E) und 5 µM
(B, D, F) des Inhibitors Y15. Die Vergrößerung der Cluster ist sowohl bei einfacher als auch bei
5-facher IC50 Konzentration zu beobachten. Allerdings ist die Zunahme der Signale pro Cluster
nur bei 1 µM Y15 zu beobachten. Der generelle Rückgang an Signalen bei ein- bzw. 24-stündiger
Inkubation ist bei beiden Konzentrationen ähnlich. Hieraus resultiert ein Rückgang der Signaldich-
te innerhalb der Cluster bei allen Zeitwerten, wobei sich der initiale Rückgang bei 5 µM nach 15
Minuten bei einer längeren Inkubation ausgleicht.
Interessanterweise gibt es deutliche Unterschiede bei der Inkubation von MEF-Zellen mit höhe-
ren Konzentrationen des Inhibitors Y15. In Abbildung 19 sind pFAK-Cluster dargestellt, die mit
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10 µM Y15 inkubiert wurden.
Die initial angenommene Konzentrationsabhängigkeit bezüglich der Vergrößerung der Cluster
bestätigt sich nicht bei der weiteren Erhöhung der Konzentration. Die Größe ist mit der Behand-
lung mit 1 µM des Inhibitors vergleichbar und ist somit kleiner, als nach der Behandlung mit
5 µM.
Bei der Anzahl der detektierten Signale ist der Unterschied zur geringeren Konzentration nicht
messbar. Sowohl bei der Inkubation von MEF-Zellen mit 5 µM als auch mit 10 µM des FAK-
Inhibitors Y15 zeigt sich nach 15 Minuten kein Effekt auf die Anzahl der Signale und somit auch
auf die FAK-Moleküle.
Die hieraus resultierende Dichte im Verlauf der drei Zeitwerte 15 Minuten, eine Stunde und 24
Stunden, zeigt einen initialen Zerfall der Cluster, was sich jedoch mit der Zeit wieder normali-
siert.
Abbildung 19: Clusteranalyse von pFAK-Cluster in MEF-Zellen nach der Inkubation mit 10 µM des Inhibitors Y15.
Die Vergrößerung der Cluster nach 15 Minuten ist im Vergleich mit niedriger Konzentrationen
geringer und verhält sich ähnlich der Inkubation mit 1 µM des Inhibitors. Die Anzahl der detek-
tierten Signale hat sich im Vergleich zu der Behandlung mit 5 µM nicht verändert. Die späteren
Effekte, nach einer bzw. 24 Stunden, sind ebenfalls der Behandlung mit 5 µM sehr ähnlich. Die
hieraus resultierende Clusterdichte zeigt einen initialen Zerfall der Cluster, was sich über die Zeit
von 24 Stunden aber wieder normalisiert.
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2.4.2 Einfluss von Y11 auf MEF-Zellen
Wie bereits in den Lebendzellfärbungen unter 2.1 beschrieben, wurden die hier verwendeten
MEF-Zellen ebenfalls mit dem FAK-Inhibitor Y11 behandelt.
Im Gegensatz zu der Wirkung von Y15, ist bei der einfachen IC50-Konzentration von Y11
(50 nM) kein Anstieg an Signalen in den Clustern nach 15 Minuten Inkubation zu beobach-
ten. Dennoch ist die Zunahme der Clustergröße sogar höher. Hieraus resultiert ein sehr starker
Rückgang in der Signaldichte innerhalb der Cluster.
Bei einer einstündigen Inkubation ist allerdings ein genau gegenteiliger Effekt zu erkennen. Hier
gibt es ebenfalls keine Änderung bezüglich der Anzahl an Signalen und somit FAK-Molekülen,
jedoch ist statt einer starken Vergrößerung eine Senkung der Clustergröße zu beobachten, was
in einer deutlichen Zunahme der Dichte resultiert.
Bei einer 24-stündigen Inkubation mit 50 nM des Inhibitors Y11 ist kein messbarer Effekt be-
züglich der Größe der Cluster zu erkennen. Jedoch gibt es hier, anders als bei den eher kürzeren
Inkubationszeiten, einen Rückgang der Signale innerhalb der Cluster, was letztlich ebenfalls in
einer Verminderung der Dichte endet.
Die schnelle Zellantwort von MEF-Zellen bei der Inkubation mit Y11 ändert sich bei höheren
Konzentrationen (250 nM) nicht sehr stark. Die Größe der Cluster nimmt weiter zu, die Signale
bleiben ebenfalls auf dem Niveau der Kontrolle, sodass eine noch geringere Dichte innerhalb
der Cluster zu verzeichnen ist.
Allerdings ist bei der 5-fachen Konzentration des IC50-Wertes (250 nM) bereits nach einer Stun-
de ein Rückgang der FAK-Anzahl zu beobachten. Hierdurch wird, anders als bei der einstündigen
Inkubation, die Dichte der Cluster ebenfalls deutlich herabgesetzt, anstatt sie zu erhöhen.
Nach 24 Stunden erholt sich dieser Effekt ebenfalls, wie bei der einfachen Konzentration.
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Abbildung 20: Clusteranalyse von pFAK-Cluster in MEF-Zellen nach der Inkubation mit 50 nM (A, C, E) und 250
nM (B, D, F) des Inhibitors Y11. Die initiale, schnelle Zellantwort bezüglich der Größe der Cluster
ist bei der einfachen bzw. 5-fachen Konzentration (50 nM und 250 nM) ähnlich, wobei der Effekt
bei der höheren Konzentration stärker ist. Die absolute Anzahl an FAK-Molekülen innerhalb der
Cluster verändert sich erst nach längerer Inkubationszeit, wobei auch hier eine Konzentrationsab-
hängigkeit vorlieg (24 h bei 50 nM; 1 h bei 250 nM). Dieser Unterschied resultiert in einer deutlich
veränderten Dichte von FAK-Molekülen in den Clustern nach einer einstündigen Inkubation. Nach
24 Stunden erholt sich der Effekt allerdings wieder.
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Bei der Behandlung von MEF-Zellen mit der 10-fachen Konzentration des Inhibitors Y11 sind
in der initialen Zellantwort keine großen Unterschieden zu beobachten. Die Größe der Cluster
ist vorerst stark erhöht. Nach einer Stunde schlägt dieser Effekt allerdings in das Gegenteil um
und resultiert in kleineren Clustern. Schlussendlich scheinen sich die Zellen auf der Ebene der
fokalen Adhäsionen und den darin befindlichen FAK-Cluster wieder zu erholen, sodass es nach
24 Stunden keine messbaren Effekte auf die Clustergröße gibt.
Die Anzahl der detektierten Signale nimmt bei der Behandlung mit 2.5 µM Y11 nach einer und
nach 24 Stunden deutlich ab, wobei sich nach 15 Minuten Inkubationszeit noch kein messbarer
Effekt zeigt.
Dadurch entsteht ein initialer Rückgang der Signaldichte innerhalb der Cluster, welche sich
zunächst wieder erholt, nach 24 Stunden allerdings erneut abfällt. Dieser Effekt wird durch die
gleichzeitige Erholung der Clustergröße bei stetiger Verringerung der Signale bedingt.
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Abbildung 21: Clusteranalyse von pFAK-Cluster in MEF-Zellen nach der Inkubation mit 500 nM des Inhibitors Y11.
Die Vergrößerung der Cluster nach 15 Minuten ist im Vergleich zu niedrigeren Konzentrationen
ähnlich und verhält sich fast identisch mit der Inkubation mit 1 µM des Inhibitors. Die Anzahl
der detektierten Signale hat sich im Vergleich zu der Behandlung mit 5 µM nur leicht verändert.
Die späteren Effekte, nach einer bzw. 24 Stunden, sind ebenfalls der Behandlung mit 5 µM sehr
ähnlich. Die hieraus resultierende Clusterdichte zeigt einen initialen Zerfall der Cluster, was sich
nach eine Stunde wieder normalisiert. Dieser Effekt tritt allerdings erneut, wenn auch schwächer,
nach der 24-stündigen Inkubation auf.
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2.4.3 Einfluss von Y15 auf SW620-Zellen
Bei den hier untersuchten menschlichen Krebszellen sind ebenfalls Effekte bereits nach
15-minütiger Inkubation mit dem Inhibitor Y15 zu beobachten.
Die Größe der Cluster nimmt, ähnlich wie bei MEF-Zellen, bereits nach 15 Minuten stark zu und
normalisiert sich nach längeren Inkubationszeiten wieder. Der minimale Rückgang an Cluster-
größe nach einer einstündigen Inkubation ist ebenfalls ähnlich der MEF-Zellen.
Es gibt jedoch große Unterschiede bei der Anzahl an FAK-Molekülen in den Clustern. Hier ist
sowohl bei der einfachen als auch bei der 5-fachen Konzentration keine Erhöhung zu verzeich-
nen. Dadurch entsteht eine sehr geringe Dichte innerhalb der Cluster.
Allerdings ist nach einer Stunde ein Rückgang der Signale sowohl bei 1 µM als auch bei 5 µM
von Y15 zu beobachten, wobei auch hier eine Konzentrationsabhängigkeit vorliegt. Dieser Effekt
normalisiert sich lediglich bei geringen Konzentrationen, bei 5 µM bleibt der Effekt auch nach
24 Stunden bestehen.
Die aus der Größe der Cluster und Anzahl an Signalen pro Cluster resultierende Dichte zeigt
hier über die Zeit eine konzentrationsabhängige Wirkung, die sich bei längeren Inkubationszei-
ten wieder negiert. Bei einer Inkubation mit 1 µM ist der Effekt bezüglich der Dichte bereits nach
einer Stunde ähnlich der Kontrolle und bei 24 Stunden nicht mehr messbar. Bei der 5-fachen
Konzentration bleibt der Effekt länger erhalten und erholt sich deutlich langsamer.
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Abbildung 22: Clusteranalyse von pFAK-Cluster in SW620-Zellen nach der Inkubation mit 1 µM (A, C, E) und
250 nM (B, D, F) des Inhibitors Y15. Die Zunahme der Clustergröße ist konzentrationsabhängig
und zeigt sich bereits nach 15 Minuten. Diese schnelle Zellantwort ist allerdings bereits nach einer
einstündigen Inkubation mit dem Inhibitor nicht mehr zu beobachten. Die Anzahl der Signale
verändert sich erst nach längerer Inkubation, wobei auch hier eine Konzentrationsabhängigkeit
zu beobachten ist. Sowohl bei 1 µM als auch bei 5 µM gibt es eine Verringerung der FAK-Anzahl,
wobei sich dieser Effekt bei geringeren Konzentrationen über einen Zeitraum von 24 Stunden
negiert, bei höheren Konzentrationen allerdings bestehen bleibt bzw. nur eine leichte Erholung
zu messen ist. Die hieraus resultierenden Dichten innerhalb der Cluster lassen auf eine Erholung
nach längerer Zeit schließen, die durch höherer Konzentrationen verlangsamt bzw. verhindert
wird.
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Obwohl die initiale Vergrößerung der Cluster nach 15 Minuten keinen Unterschied zu gerin-
geren Konzentrationen zeigt, verringert sich bei der Behandlung von SW620-Zellen mit dem
Inhibitor Y15 nach einer Stunde die Größe deutlich. Erst nach 24 Stunden normalisiert sich
dieser Effekt.
Anders als bei den geringeren Konzentration von 1 µM und 5 µM kommt es bei der Inkubation
mit 10 µM zu keiner Änderung in der Anzahl an FAK-Molekülen innerhalb der Cluster.
Dadurch entsteht eine initiale Verringerung der Dichte, die jedoch nach einer Stunde ins Ge-
genteil umgeschlagen ist und eine sehr deutliche Erhöhung anzeigt. Nach 24 Stunden haben
sich die Cluster im Vergleich zu den vorigen Effekten wieder etwas erholt, sodass nur noch eine
geringe Änderung zu beobachten ist.
Abbildung 23: Clusteranalyse von pFAK-Cluster in SW620-Zellen nach der Inkubation mit 10 µM des Inhibitors
Y15. Die Vergrößerung der Cluster nach 15 Minuten ist im Vergleich zu niedrigeren Konzentratio-
nen sehr ähnlich und verhält sich fast identisch mit der Inkubation mit 5 µM des Inhibitors. Die
Anzahl der detektierten Signale hat sich im Vergleich zu der Behandlung mit 1 µM und 5 µM,
bei kurzen Inkubationszeiten, nicht verändert. Die späteren Effekte auf die Anzahl der Signale
sind nach 24 Stunden allerdings deutlich geringer als bei der Behandlung mit 1 µM und 5 µM.
Die hieraus resultierende Clusterdichte zeigt einen initialen Zerfall der Cluster. Nach einer Stunde
hingegen gibt es eine deutliche Zunahme der Dichte, was der starken Verkleinerung der Cluster
geschuldet ist. Nach 24 Stunden gibt es nur noch eine leicht verringerte Dichte.
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2.4.4 Einfluss von Y11 SW620-Zellen
Bei der Behandlung der Krebszelllinie mit dem FAK-Inhibitor Y11 sind die Effekte ähnlich der
Inkubation mit Y15. Auch hier, wie bei den anderen Messungen zuvor, ist eine Vergrößerung der
Cluster bei 15 Minuten Behandlung zu verzeichnen, die sich bereits nach einer Stunde wieder
verringert. Allerdings ist hier ein bleibender Rückgang der Größe nach längerer Inkubation fest-
zustellen.
Bei der Anzahl der Signale ist ein konzentrationsabhängiger Rückgang über die Zeit zu beob-
achten, der sich nach 24 Stunden bei geringer Konzentration aufhebt. Bei 250 nM gibt es einen
klaren Abwärtstrend über die gemessenen Zeiten.
Die hieraus resultierende Dichte der Cluster zeigt eine initiale Ausdünnung, da die Größe zu-
nimmt, während die Anzahl minimal geringer wird. Durch die spätere Verringerung der Cluster-
größe kehrt sich dieser Effekt um und endet in einer höheren Dichte nach 24 Stunden.
Bei 250 nM des Inhibitors sind durch den Abwärtstrend in der Signalanzahl und die gleichzei-
tige Verkleinerung der Cluster nur minimale Effekte bezüglich der Dichte zu messen. Lediglich
die schnelle Zellantwort in der Vergrößerung der Cluster nach 15 Minuten resultiert in einem
deutlichen Zerfall der Cluster.
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Abbildung 24: Clusteranalyse von pFAK-Cluster in SW620-Zellen nach der Inkubation mit 50 nM (A, C, E) und
250 nM (B, D, F) des Inhibitors Y11. Die Größe der FAK-Cluster ändert sich konzentrationsabhän-
gig bereits nach 15 Minuten, wobei sich dieser Effekt nach längerer Inkubation umdreht und in
einer Verkleinerung der Cluster resultiert. Die Anzahl an Signalen ändert sich ebenfalls konzentra-
tionsabhängig, wobei eine Erholung nach 24 Stunden lediglich bei der geringeren Konzentration
von 50 nM geschieht. Die aus diesen Daten resultierende Dichte an FAK in den Clustern zeigt
einen initialen Zerfall der Cluster, obwohl sie später kleiner und dichter werden.
Bei höheren Konzentrationen von 500 nM des Inhibitors Y11 ist die Wirkung auf SW620 nach
einer bzw. 24 Stunden umgekehrt, im Vergleich zu der Behandlung mit 250 nM. Die initiale
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Änderung der Clustergröße hingegen zeigt einen deutlichen Unterschied zu niedrigeren Kon-
zentrationen, was eine direkte Konzentrationsabhängigkeit bei der schnellen Zellantwort impli-
ziert, da mit steigender Konzentration auch die Clustergröße zunimmt.
Bei der Anzahl an detektierten pFAK-Molekülen gibt es keinen klaren Abwärtstrend im Vergleich
zur Behandlung mit 250 nM Y11. Vielmehr zeigt sich eine eher stagnierende Verringerung der
Anzahl bis zu einer Stunde. Nach 24 Stunden Inkubation wird allerdings ein erwarteter Tiefst-
wert erreicht.
Die daraus resultierenden Dichten variieren sehr stark. Initial ist eine starke Verringerung der
Dichte zu beobachten, wobei dieser Effekt bei einer einstündigen Inkubation komplett aufgeho-
ben wird und auf das Niveau der Kontrolle zurückgeht. Nach einem Tag gibt es ebenfalls einen
Abwärtstrend, was hauptsächlich durch die Erholung der Clustergröße bedingt wird.
Abbildung 25: Clusteranalyse von pFAK-Cluster in SW620-Zellen nach der Inkubation mit 500 nM des Inhibitors
Y11. Die Vergrößerung der Cluster nach 15 Minuten ist im Vergleich mit geringeren Konzentratio-
nen weiter gestiegen und liegt damit über der Größe, die bei 5 µM erreicht wird. Die Anzahl der
detektierten Signale ist ähnlich gegenüber den geringeren Konzentrationen und zeigt nur eine
leichte Verringerung. Die hieraus resultierende Clusterdichte zeigt einen starken initialen Zerfall
der Cluster, was sich nach einer Stunde wieder erholt. Nach einer 24-stündigen Inkubation ist er-
neut eine Verringerung der Dichte zu beobachten, allerdings im Vergleich zu der 15-minütigen
Behandlung deutlich schwächer.
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2.4.5 Zusammegefasste Ergebnisse der Einzelmolekülmikroskopie
Um die zuvor einzeln gezeigten Messdaten und deren Analyse vereinfacht und zusammenge-
fasst darstellen zu können, wurden zunächst die verschiedenen Wirkungen der Inhibitoren auf
pFAK-Cluster in drei unterschiedliche Effekte aufgeteilt. Die detektierten Signale können sich
ändern, die identifizierten Cluster können ihre Größe ändern oder es kann auch eine Kombina-
tion aus beiden Effekten auftreten. Im schematischen Beispiel in Abbildung 26 sind diese Effekte
vereinfacht dargestellt, um die Wirkung der FAK-Inhibitoren optisch zu klassifizieren.
Abbildung 26: Schematische Darstellung der beobachteten Ergebnisse. In (A) ist eine simulierte ROI mit drei
identischen Clustern gezeigt, die sich je nach möglichem Effekt in (B) verändern. Die analysierten
Cluster können entweder bei gleichbleibender Größe ihre Signalanzahl variieren oder die Größe
bei gleichbleibender Anzahl an Molekülen verändern. Beides verändert die resultierende Dichte
direkt, weswegen die Kombination aus beiden Effekten als dritte Möglichkeit einen drastischen
Unterschied in der Dichte bedeutet.
Bei den realen gemessenen Daten konnten alle diese Veränderungen beobachten werden. Die je-
weiligen Effekte, insbesondere in Kombination, zeigten einen großen Einfluss auf die errechnete
Signaldichte innerhalb der Cluster. Bei der Zusammenführung aller erhobenen Clusteranalysen
ist ein relativ ähnlich bleibendes Muster der Clusteränderung über die Zeit zu erkenne. In Abbil-
dung 27 sind die verschiedenen Effekte der beiden Inhibitoren Y11 und Y15 auf die pFAK-Cluster
von MEF- (A) und SW620-Zellen (B) zu sehen.
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Abbildung 27: Schematische Darstellung der Clusteränderung bei MEF- (A) und SW620-Zellen (B). Nach 15 Minu-
ten ist bei beiden Zelltypen und Inhibitoren der größte Effekt zu sehen. Hier dünnen die Cluster
stark aus, indem sie deutlich größer werden, wobei ihre Anzahl an pFAK-Moleküle aber gleich
bleibt. Einzige Ausnahme bildet hier die Inkubation von MEF-Zellen mit dem Inhibitor Y15, bei
dem es zwar ebenfalls zu einer Vergrößerung der Cluster kommt, sich aber zugleich die Anzahl
der detektierten Moleküle drastisch erhöht. Dadurch entsteht eine leicht geringere Dichte. Nach
einstündiger Inkubation ist eine vom Zelltyp unabhängige Verkleinerung der Cluster bei gleichzei-
tiger Verringerung der Signale zu beobachten, was in einer gleichbleibenden bis mittleren Erhö-
hung der Dichte resultiert. Nach 24 Stunden haben sich die meisten Effekte wieder normalisiert.
Insgesamt kann festgestellt werden, dass es bei beiden Zelltypen nach einer 15-minütigen Be-
handlung mit den Inhibitoren zu einer Vergrößerung der Cluster, bei gleichbleibender Anzahl
an Signalen, kommt. Dies resultiert in einer Abnahme der pFAK-Dichte in den Clustern. Einzige
Ausnahme bildet hier die Wirkung des Inhibitors Y15 auf MEF-Zellen, bei der die Cluster eine er-
höhte Anzahl von pFAK-Molekülen, bei gleichbleibender Größe, aufweisen. Hierdurch entsteht
eine stark erhöhte pFAK-Dichte. Nach einer Stunde ist im Großteil der Messungen und Analysen
eine Verkleinerung der Cluster, bei nahezu gleichbleibender Anzahl an pFAK-Molekülen zu se-
hen, was in einer gleichbleibenden bis mittleren Erhöhung der Dichte an Signalen innerhalb der
Cluster resultiert. Die meisten Effekte normalisieren sich allerdings bei längerer Inkubation bei
beiden Zelltypen, weswegen in Abbildung 27 zur besseren Veranschaulichung bei 24-stündiger
Inkubation erneut der Ausgangscluster der Kontrolle dargestellt wurde.
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3 Diskussion
Um eine bessere Übersicht und Einordnung der hier dargestellten Arbeit und Ergebnisse zu er-
möglichen, wurde die Diskussion in vier Kapitel unterteilt.
Der erste Teil behandelt hauptsächlich die mikroskopische Auflösung, die physikalischen Ge-
gebenheiten und die dadurch für diese Arbeit entstehenden Besonderheiten in Bezug auf die
durchgeführten Messungen. Die verschiedenen Auflösungsgrenzen und die damit verbundene
Sensitivität der erhobenen Daten sind ebenfalls in diesem ersten Kapitel dargestellt.
Der zweite Abschnitt beschäftigt sich mit der weiterführenden Analyse der Messdaten sowie mit
der Statistik und der damit verbundenen Mathematik hinter der Clusteranalyse. Hier werden
sowohl die robusten automatisierten Quantifikationen als auch die Validierung des Systems mit-
tels simulierter Daten besprochen.
Das dritte Kapitel fokussiert sich auf die Physiologie und beschäftigt sich daher mit der Bedeu-
tung der gemessenen und analysierten Daten für die Zellen, den Organismus und schließlich für
die Medizin. Es werden daher die verschiedenen Ergebnisse der Lebendzellfärbung und der Ein-
zelmolekülmikroskopie kombiniert und in den Kontext der aktuellen Literatur und Forschung
eingearbeitet.
Als Abschluss der Diskussion steht ein hauptsächlich methodischer Ausblick, wie die hier vorge-
stellte Clusteranalyse mittels Einzelmolekülmikroskopie und die automatisierte Auswertung in
zukünftigen Arbeiten genutzt, skaliert und erweitert werden kann.
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3.1 Optimierung durch erhöhte Auflösung und Sensibilität
Die Auflösungsgrenze der Lichtmikroskopie beträgt ungefähr 200 nm. Diese Grenze wird durch
die Wellenlänge des verwendeten Lichtes und die numerische Apertur des Objektives bestimmt.





Man könnte demnach durch Licht geringerer Wellenlängen eine höhere Auflösung erzielen, kur-
ze Wellenlängen sind zum einen jedoch schädlicher für biologische Proben, zum anderen sind
Glaslinsen eines Mikroskops ohnehin nur für Licht oberhalb von etwa 350 nm durchlässig.
Im Vergleich zu der Konfokalmikroskopie ist durch die Benutzung von TIRF keine Erhöhung der
Auflösung gewonnen, da auch hier die Beugungsbegrenzung besteht. Denn auch hier werden
Moleküle mit sichtbarem Licht angeregt, die schließlich ebenfalls sichtbares Licht emittieren.
Allerdings ist sowohl die Anregung in der Z-Achse als auch die generelle Deposition von Ener-
gie pro µm2 geringer. Dieser Unterschied resultiert letztlich in der Fähigkeit, das stochastische
Blinken einzelner Fluorophore leichter zu detektieren. Außerdem besteht durch die wesent-
lich geringere Energiedeposition in der Probe ein deutlich geringeres Bleichen gegenüber des
CLSMs. Durch den Zusatz der zeitlichen und stochastischen Komponente kann somit künstlich,
das heißt mittels Berechnungen, die Auflösung erhöht werden. In unserem Fall erzielen wir eine
Auflösung, mit der benachbarte Signale mit einem Abstand von bis zu 20 nm sicher unterschie-
den werden können. Diese Untergrenze basiert auf der Größe der verwendeten Antikörper. Da
es möglich ist, dass mehrere Fluorophore denselben Antikörper binden, müssen Signale mit ei-
nem Abstand von weniger als 20 nm als ein Signal betrachtet werden, um die Antikörper und
damit gebundenen Moleküle zu zählen, anstatt die Anzahl der tatsächlichen Fluorophore zu be-
stimmen.
Wie ebenfalls in Abbildung 28 zu sehen, ist es hiermit möglich zu erkennen, dass eine fokale
Adhäsion (A) mehrere pFAK-Cluster enthält (B).
Dadurch ist eine Charakterisierung dieser Cluster auf molekularer Ebene ermöglicht worden,
welche die Basis der hier gezeigten Ergebnisse liefert. Zudem resultiert die erhöhte räumliche
Auflösung ebenfalls in einem weitaus sensitiveren read-out innerhalb der Zelle.
52
Abbildung 28: Fokale Adhäsion mit Antikörpermarkierter-pFAK und gefärbten Aktinsträngen. Die hier in blau
dargestellten pFAK-Moleküle sind zusammengefasste Positionsdaten einzelner Proteine. Die hier
orangefarben dargestellten Aktinstränge wurden mit Phalloidin gefärbt. Bei (A) ist eine solche
fokale Adhäsion mit einem Konfokalmikroskop aufgenommen; in (B) sieht man solche Strukturen
durch eine TIRF-Aufnahme und anschließender Auswertung mittels ThunderSTORM (für pFAK)
bzw. NanoJ (für Aktin).
Größenbalken = 10 µm
Bei der genauen Betrachtung der erhobenen Datensätze fällt nämlich auf, dass die gravierend-
sten Effekte bei Konzentrationen und Zeitwerten zu messen sind, die weit unterhalb der in
Betracht gezogenen Werte konventioneller Inhibitoren-Tests liegen. Wie bei den Lebendzellfär-
bungen in Kapitel 2.1 gezeigt, gibt es zwar geringe Unterschiede bezüglich der Viabilität, je nach
Zelltyp und Inhibitor, allerdings fallen hier die Effekte bei niedrigen Konzentrationen eher ge-
ring aus. Sowohl in den hier gezeigten Ergebnissen als auch in der etablierten Literatur sind die
Effekte insbesondere auf Krebszellen erst mit deutlich höheren Konzentrationen und Zeitwerten
zu beobachten und zu messen [58, 62].
Zusätzlich zeigen sich Reaktionen auf die Inhibitoren bei Betrachtung ganzer Zellen erst nach
12-24 Stunden. Diese lassen sich zum Beispiel durch Formänderung und Ablösen, wie bei Apop-
tose üblich, beobachten. Im Gegensatz dazu gelingt es mit der hier vorgestellten Analyse sehr
frühe Effekte deutlich sichtbar zu machen, die sich auf molekularer Ebene abspielen.
Insgesamt ist der read-out der Lebendzellfärbungen im Vergleich zu anderen, insbesondere der
hier gezeigten Analyse, wenig sensitiv. Durch den binären read-out, welcher Zellen lediglich als
lebend oder tot einstufen lässt, sind keine feinen Unterschiede mit verschiedenen Effekten zu
beobachten. Die Mechanismen, die zu einem Zelltod führen, können hier nicht aufgelöst oder
verstanden werden. Somit bleibt die Frage, woran die Zelle letztlich stirbt, unbeantwortet.
Dagegen ermöglicht die hier dargestellte Methode zur Detektion, Identifikation und Charakte-
risierung von Clustern einzelner Moleküle eine intrazelluläre Messung mit einem read-out, der
im Gegensatz zu einem binären System, fließende Übergänge von Effekten und Wirkungen auf-
lösen kann. Sie erbringt also nachweislich eine enorm erhöhte Sensitivität sowohl bezüglich der
Konzentrationen als auch der Inkubationszeiten. Die intrazellulären Vorgänge, insbesondere die
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der fokalen Adhäsionen und die damit verbundenen Signalwege, reagieren wesentlich schneller
und empfindlicher auf äußere Einflüsse, wie auf die in dieser Arbeit verwendeten Inhibitoren,
als es bisherige Messmethoden aufzulösen vermögen.
Die von Golubovskaya et al. aus dem Jahre 2008 und 2012 gezeigten Ergebnisse zeigen, je nach
Zelltyp, erst bei einer Inkubation über 24 Stunden mit einer Konzentration, die dem 50-fachen
des IC50-Wertes entspricht, ein deutlichen Effekt auf das Überleben der Zellen [58, 62]. Die Ad-
häsionsraten in diesen Publikationen zeigen ebenfalls erst bei ähnlich hohen Konzentrationen
Effekte.
Mit der hier vorgestellten Methode ist es möglich, molekulare Inhibition direkt in der Zelle zu
messen, wie es bisher nur in vitro möglich war. Darüber hinaus lassen sich vor allem die un-
mittelbaren Effekte (räumlich oder zeitlich) auf die Inhibition beobachten. Damit wird es also
möglich, die Wirksamkeit eines Inhibitors direkt in der korrekten Umgebung des Zielproteins zu
charakterisieren, was für die Wirkstoffentwicklung von unschätzbarem Wert ist.
Dabei besteht jedoch weiterhin die Notwendigkeit, die Auswirkung des Inhibitors auf die Phy-
siologie der Zelle oder des Organismus zu untersuchen.
Was eventuelle Veränderungen an einzelnen Proteinen bedeutet, kann vor allem zu späteren
Zeitpunkten enorme Veränderungen der gesamten Zelle oder gar Zellkultur mit sich ziehen.
Durch eine Langzeitmessung der beiden Zelltypen konnten je nach Konzentration Zeitwerte be-
stimmt werden, ab denen sich große Veränderungen in der Zellmorphologie und der Viabilität
der Zellen zeigen. Nach 15 Stunden ist eine erhebliche Wirkungen auf die Zellen zu beobachten,
wenn sie mit der 50-fachen IC50-Konzentration behandelt wurden.
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Abbildung 29: Langzeitmessung lebender Zellen (MEF: A-D ; SW620: E-H) mit Inkubation von 50 µM Y15
(C-D ; G-H). Die Kontrollen (A-B ; E-F) zeigen selbst nach 22 Stunden keine nennenswerten Un-
terschiede. Lediglich die schneller wachsenden MEF-Zellen haben nach dieser Zeit eine größere
Fläche auf dem Deckglas besiedelt. Bei der Behandlung mit 50 µM Y15 gibt es bereits nach 15
Stunden eine Abrundung und Ablösung der MEF-Zellen. Bei den kanzerösen SW620-Zellen ist
ebenfalls kaum ein Effekt zu sehen.
Größenbalken = 200 µm
Nach einer solchen großen Veränderung und Wirkung auf die gesamte Zellkultur, enthält eine
Clusteranalyse einzelner Proteine nur noch einen geringen Informationsgehalt, da schon unzäh-
lige andere Mechanismen verändert, an- und ausgeschaltet wurden. Daher ist ein so sensitiver
read-out nur bei diesen frühen Zeitwerten und so geringen Konzentrationen sinnvoll, wie sie
hier in den Ergebnissen gezeigt wurden. Für spätere sowie für höher dosierte Zelluntersuchun-




Um die Verlässlichkeit der Messungen zu garantieren, wurde die Methode der Clusteranalyse,
welche in Kapitel 2.3.1 angewendet wurde, zuvor durch Simulationen validiert.
Trotz der hohen Variabilität der simulierten und realen Messdaten, sind in beiden Systemen
optisch nahezu identische Cluster zu finden (Abb. 30, schwarze Pfeile). Dieser Schritt der Über-
prüfung ist notwendig, da sich trotz der hohen Variabilität, insbesondere in den simulierten
Daten, auch nahezu identische Cluster im Vergleich zu den realen Messdaten befinden sollten.
Nur so kann gewährleistet werden, dass die Kontrolle und Überprüfung der verschiedenen Ana-
lysen nicht nur robust gegenüber Variabilitäten, sondern auch geeignet für die erhobenen Daten
ist. Durch die bewusst sehr variabel gehaltenen Parameter bezüglich der Dichte, Anzahl und
Größe der Cluster, konnten die in Frage kommenden Algorithmen überprüft und schließlich ein
Favorit bestimmt werden.
Durch den Einsatz des HDB-SCANs mit vorangehender Dichtemaske, konnten mehrere Rand-
bedingungen und Probleme eliminiert werden. Die erste Randbedingung ergibt sich durch die
hohe Variabilität der Größe und somit oftmals der Dichte der Cluster für den HDB-SCAN. Bei der
stichprobenhaften optischen Kontrolle der Auswertung konnte beobachtet werden, dass regel-
mäßig Cluster identifiziert und charakterisiert wurden, die durch unabhängige manuelle Kon-
trolle nicht als solche aufgenommen wurden. Dieser Effekt ist auch in Abbildung 17 zu sehen,
bei der durch die Deletion des Hintergrundes ein Cluster mit zu geringer Dichte aussortiert wur-
de.
Abbildung 30: Gegenüberstellung von simulierten und realen Messdaten in Form eines Punktediagramms.
(A): Simulierte ROI; (B): Reale Messdaten aus einer MEF-Zelle; (C): Reale Messdaten aus einer
SW620-Zelle. Bei allen drei gezeigten ROI sieht man die Variabilität des sowohl realen als auch
simulierten Systems deutlich im Bezug auf die Clustergröße und -dichte. Die mit schwarzen Pfeilen
gekennzeichneten Cluster in der simulierten und den realen ROI sind optisch sehr ähnlich.
Größenbalken = 1 µm
Die zweite Randbedingung wird mit der Wahl des HDB-SCANs gegenüber des DB-SCANs aus-
geschaltet, da der hierarchische DB-SCAN die Clustergröße selbst für jeden zu identifizierenden
Kandidaten errechnet. Beim klassischen DB-SCAN muss der Endnutzer ein Größenlimit setzen.
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Obwohl dies auch vorteilhaft sein kann, ist es in unserem System nicht förderlich, da die zu be-
obachteten Cluster eine sehr starke Variabilität aufweisen und die Effekte von FAK-Inhibitoren
auf diese Cluster bisher unbekannt waren. Von einem Größenlimit auszugehen könnte also einen
von Menschenhand erstellten Selektionsfilter bedeuten, der die erhobenen Daten somit unzu-
lässig macht.
Ein weiterer, wichtiger Selektionsfilter des HDB-SCANs ist die Bedingung, dass eine ROI mehr
als einen Cluster enthalten muss. Wie bereits in Kapitel 2.3.1 beschrieben, können keine sin-
gulären Cluster gefunden werden. Daher ist es beim Einsatz dieser Auswertung zwingend er-
forderlich darauf zu achten, dass die Messdaten eine Mindestanzahl von zwei Clustern pro ROI
besitzen.
Insgesamt konnte somit ein robustes und automatisiertes System geschaffen werden, um eine
große Anzahl an Daten zu verarbeiten, wie die hier über 9000 analysierten Cluster. Gleichzei-
tig ist durch die Implementierung dieses modularen Systems eine hohe Skalierbarkeit möglich,
welche später in Kapitel 3.4.1 näher betrachtet wird.
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3.3 FAK-Inhibition - eine gute Idee?
Grundsätzlich wird die FAK, vor allem in der phosphorylierten Form an den fokalen Adhäsio-
nen, als einer der großen Ankerpunkte für die Adhäsion und Migration von Zellen angesehen
[12, 13, 40, 61]. Zudem ist ein bekanntes Merkmal, und zugleich wichtiger Unterschied zwi-
schen kanzerösen und gesunden Zelllinien, eine erhöhte FAK-Expression und -Aktivität [67, 68].
Aus diesem Grund gibt es seit Jahren eine ständige Forschung an der Inhibition der FAK, da hier
ein potenzieller Therapieansatz gesehen wird [69, 70, 2, 64, 71, 63, 72, 1]. Diese Ansätze zie-
len hauptsächlich auf die Kinaseaktivität der FAK ab, da diese unter anderem nachweislich die
Expression und Aktivität von p53, einem wichtigen Apoptosefaktor, beeinflusst [73, 74, 75, 76].
Es gibt auch Bemühungen, die im Zellkern befindliche FAK in ihrer Aufgabe der Genregulation
zu beeinflussen [46, 1].
Daneben gibt es auch zahlreiche Ansätze die FAK in ihrer initialen Aktivierung durch die Auto-
phosphorylierung an Tyrosin 397 zu inhibieren. Deramaudt et al. zeigten 2011 bereits, dass die
Migration von MEF-Zellen direkt abhängig von der Phosphorylierung des Tyrosins 925 ist [77].
Da diese spätere Phosphorylierung in Abhängigkeit von der initialen Autophosphorylierung des
Tyrosins 397 geschieht, ist davon auszugehen, dass ein spezifischer Inhibitor für Tyr 397 eben-
falls die Migration von MEF-Zellen stört. Das lässt den Rückschluss zu, dass die initialen Effekte
des Inhibitors auf die Dichte der pFAK innerhalb der Cluster einen Hinweis auf die Adhäsions-
und Migrationsfähigkeiten der Zellen geben.
Bei der Behandlung von MEF-Zellen mit dem Inhibitor Y11 ist eine deutliche Abnahme der
Dichte nach bereits 15 Minuten zu beobachten, da eine starke Vergrößerung der Cluster bei
gleichbleibender Anzahl an pFAK-Molekülen zu messen ist. Dieser Effekt ist ähnlich, jedoch
schwächer bei der Inkubation mit Y15. Die Adhäsion und Migration von gesunden Zellen zu
inhibieren ist jedoch nicht das Ziel, sondern eine unvermeidliche Randerscheinung einer poten-
ziellen Krebstherapie. Wesentlich entscheidender ist daher der Effekt auf kanzeröse Zelllinien
im Vergleich zu normalen Zelllinien.
Daher müssen die Einzelmoleküldaten nicht nur untereinander verglichen werden, um Unter-
schiede zwischen normalen und kanzerösen Zelllinien zu analysieren. Ein sehr wichtiger Teil
besteht auch in der Einordnung der neuen Erkenntnisse in bereits vorhandene Prozesse und
Daten. Daher wurden alle für die Einzelmolekülmikroskopie verwendeten Konzentrationen an
Inhibitoren und Zeitwerte der Inkubationen ebenfalls für eine Lebendzellfärbung der jeweiligen
Zellen verwendet. Die in Kapitel 2.1 gezeigten Ergebnisse geben im Gegensatz zu der Analyse
einzelner Proteine einen guten Überblick über die Viabilität einer ganzen Zellkultur und ergän-
zen daher die wesentlich sensitiveren Clusteranalysen.
Im Vergleich zeigen die Ergebnisse der Lebendzellfärbungen im Kapitel 2.1 nur minimale Un-
terschiede zu den aufgrund aktueller Literatur erwarteten Ergebnissen [58, 62, 6, 78, 5].
Da Krebszelllinien, wie die hier verwendeten SW620-Zellen, häufiger für Tests und Arbeiten mit
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FAK-Inhibitoren verwendet werden, sind Vergleiche zwischen diversen Publikationen und dieser
Arbeit leichter möglich. Beispielhaft hierfür ist in Abbildung 31 ein MTT-Test aus der Publikation
von Golubovskaya et al. 2012 zu sehen [62].
Hier wurden die Zellen, ähnlich zu den in dieser Arbeit gezeigten Experimenten, für 24 Stun-
den mit den jeweiligen Konzentrationen behandelt. Ein entscheidender Unterschied ist, dass in
der unten gezeigten Darstellung des Versuchs identische molare Konzentrationen der beiden
Inhibitoren verwendet wurden. Im Gegensatz dazu wurde sich in den hier vorgestellten Ergeb-
nissen darauf fokussiert, gleiche Vielfache des jeweiligen IC50-Wertes zu verwenden, da dieser
Aufschluss über den zu erzielenden Effekt gibt.
Dadurch ist in Abbildung 31 ein deutlicherer Unterschied der beiden Inhibitoren Y11 und Y15
zu beobachten.
Bei den Lebendzellfärbungen wurden im Vergleich zu Arbeiten von beispielsweise Golubovs-
kaya et al. teilweise zusätzlich noch höhere Konzentrationen verwendet und es ist ein starker
Rückgang der Viabilität bei 100 µM des Inhibitors zu beobachten [62, 58]. Bei den in dieser
Dissertation vorgestellten Ergebnissen wurde allerdings auf so hohe Konzentrationen verzich-
tet, weswegen die Effekte einer höheren Inkubation mit Y11 und Y15 in Abbildung 31 dargestellt
wurden [62].
Abbildung 31: Darstellung eines MTT-Tests an SW620-Zellen unter Einfluss von Y15 und Y11 nach 24 Stunden.
Quelle des Bildes: Golubovskaya et al. 2012 [62]
Grundsätzlich muss erwähnt werden, dass bei den in dieser Dissertation angefertigten Ergeb-
nissen, die gesunden Zellen eine deutlichere Verringerung der Viabilität, im Vergleich zu den
kanzerösen SW620-Zellen, aufweisen. Dadurch ergibt sich die Schlussfolgerung, dass die Be-
handlung mit den Inhibitoren Y11 und Y15 bei normalen Zellen einen größeren Schaden an-
richten, als bei kanzerösen Zellen.
Aufgrund von fehlenden Publikationen ist kein Vergleich der erhobenen Daten bezüglich der
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Inhibition von MEF-Zellen mit den Inhibitoren Y11 und Y15 möglich.
Eine weitere Besonderheit, die im Zuge der Clusteranalyse identifiziert wurde, ist die Charak-
terisierung der pFAK-Cluster im direkten Vergleich der Kontrollen von MEF- und SW620-Zellen.
Obwohl in der Literatur und in vorangehender Forschung vielfach die erhöhte Expression und
Aktivität von FAK in Krebszellen nachgewiesen wurde, konnten keine Unterschiede in den pFAK-
Clustern von MEF- und SW620-Zellen festgestellt werden [67, 79, 59, 80]. Diese Erkenntnis lässt
den Schluss zu, dass die Adhäsion bei Krebszellen entweder nicht verändert ist, oder zumindest
die phosphorylierte Form der FAK nicht in direkter Weise daran beteiligt ist. Da sich diese Ar-
beit jedoch ausschließlich auf diesen Bereich fokussiert, ist eine Veränderung der FAK im Bezug
auf Expression und Aktivität in anderen Bereichen der Zelle nicht auszuschließen. Wie zuvor
beschrieben, gibt es auch therapeutische Ansätze, die FAK im Zellkern sowie die Kinaseaktivität
der zytosolischen FAK zu beeinflussen.
Durch die starke Ähnlichkeit in den fokalen Adhäsionen kann man folglich von einem ähnlichen
Effekt bei der jeweiligen Behandlung der unterschiedlichen Zellen ausgehen.
Bei der Kombination von Lebendzellfärbungen und Einzelmoleküldaten sowie den Literaturwer-
ten bezüglich der Ablösungsrate von Zellen bei der Behandlung mit den hier gewählten Inhibi-
toren, kann die Schlussfolgerung angestellt werden, dass die Verringerung der Dichte innerhalb
der FAK-Cluster in den fokalen Adhäsionen zu einer Verminderung der Adhäsionsfähigkeit führt
[58, 62, 81]. Durch die verschiedenen Experimente ist daher gut nachvollziehbar, wie bei Be-
handlungen mit höheren Konzentrationen MEF-Zellen abgelöst werden können und diese somit
Apoptose initiieren. Da bei kanzerösen Zellen oftmals eine Unfähigkeit vorliegt, diesen program-
mierten Zelltod einzuleiten, kann ein durch Inhibition vermehrtes Ablösen der Zellen, oder gar,
wie Yano et al. 2004 beschrieben haben, eine Erhöhung der Migration dazu führen, dass sich
Krebszellen schneller und weiter verbreiten können [17, 82]. Daher ist an dieser Stelle auf je-
den Fall eine Validierung dieser Hypothese notwendig, die eine mögliche erneute Anheftung von
Krebszellen nach Behandlung und Ablösung sowie eine erhöhte Migrationsfähigkeit der Zellen
für möglich hält.
Zusammenfassend sind die Reaktionen sowohl im Bereich der Lebendzellfärbungen als auch
innerhalb der Clusteranalyse und insbesondere deren weiterführende Interpretationen das ex-
akte Gegenteil des eigentlichen Ziels eines therapeutischen Ansatzes zur Behandlung von Krebs.
Daher ist es zwingend erforderlich, diese Zellantworten weiter zu erforschen. Zum jetzigen Zeit-
punkt sind die einzelnen Experimente noch nicht ausreichend miteinander verknüpft worden,
weshalb die hier gezeigte Clusteranalyse einen weiteren wichtigen Schritt bildet, die Gesamtheit
an Wirkungen bei einer FAK-Inhibition als therapeutisches Ziel zu verstehen. Vor allem die enor-
me Erhöhung der Sensitivität und der damit verbundenen räumlichen und zeitlichen Auflösung
geben neue Einblicke, mit welchen Kinetiken eine Zelle auf eine solche Behandlung reagiert,
bevor es ’von außen’ sichtbar wird.
Damit lässt sich feststellen, dass die Ergebnisse der Einzelmolekülmikroskopie und der dar-
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auf aufbauenden Clusteranalysen der pFAK einen schnellen read-out nach bereits 15 Minuten
Inkubationszeit erlauben. Bei den bisher häufiger verwendeten Zeitwerten von einer bzw. 24
Stunden ergeben sich auf Einzelmolekülebene keine großen Änderungen. Durch die enorme
Verknüpfung der FAK, insbesondere mit p53 und anderen housekeeping Proteinen, sind aller-
dings nach einer so langen Zeit der Inkubation diverse Effekte und Zellantworten möglich, die
sich nicht mehr ausschließlich in der Clustercharakterisierung widerspiegeln.
Als letzter großer Punkt konnte gezeigt werden, dass die Unterschiede sowohl in der Kontrolle
als auch in der jeweiligen Behandlung von MEF- und SW620-Zellen nur minimal sind. Insbe-
sondere die Anzahl der pFAK-Moleküle unterscheidet sich kaum zwischen der spontan immor-
talisierten und der kanzerösen Zelllinie. Aber auch die Zellantworten der beiden verwendeten
Kulturen ähneln sich sehr. Die erhöhte Expression und Aktivität von FAK in Krebszellen spiegelt
sich also nicht in der Organisation der fokalen Adhäsionen wider, oder führt zumindest nicht zu
einer anderen Organisation dieser Strukturen.
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3.4 Ausblick
3.4.1 Ein variables System - mit viel Potenzial
Bei der hier präsentierten Vorgehensweise, von der mikroskopischen Aufnahme der Zellen auf
Einzelmolekülebene bis hin zur Clusteranalyse von Positionsdaten anstatt einer Bildanalyse,
handelt es sich um ein durchweg modulares System. Das bedeutet, die einzelnen Sektionen die-
ser Arbeit können separat voneinander variiert und optimiert werden. Es bedeutet auch, dass
die einzelnen Abschnitte beliebig skaliert werden können. Die Automatisierung der Clusterana-
lyse ist beispielsweise nahezu ausschließlich von der Geschwindigkeit des genutzten Computers
abhängig. Bei einem Computercluster oder ähnlichen Systemen könnten somit beliebig viele
Analysen parallel durchgeführt werden.
Ähnlich ist die vorangehende Vorbereitung der Bilddateien in FIJI zu handhaben. Auch hier
können in Zukunft diverse Optimierungen und Automatisierungen die Skalierung der Methode
enorm erhöhen.
Bei der eigentlichen Mikroskopie hingegen ist eine Parallelisierung schwieriger, da hier die ver-
wendete Hardware der limitierende Faktor ist. Jedoch ist eine Parallelisierung der Mikroskopie
bei der Skalierbarkeit dieser Methode auch nicht zwingend nötig. Da die Möglichkeit besteht, an
fixierten Zellen zu messen, können solche Messungen vollautomatisiert durchgeführt werden;
sie sind daher nicht zeitlich begrenzt oder empfindlich.
Es gibt zudem auch erhebliche Vorteile, die in Zukunft genutzt werden können. Zum einen ist
es äußerst wichtig zu erwähnen, dass in der Arbeit jeweils nur ein Fluoreszenzfarbstoff zur Ana-
lyse der Cluster verwendet wurde. Dies bedeutet, dass die erarbeitete und gezeigte Methode
ebenfalls mit Kolokalisationen auf Einzelmolekülebene kombinierbar ist. Eine parallel durch-
geführte Clusteranalyse zweier benachbarter Proteine, wie in dem hier ausgeführtem Beispiel
der FAK und Src, würden Einsichten in down- und upstream-Effekte erlauben. Somit ist die
gezeigte Einzelmolekülmikroskopie und die darin enthaltene Clusteranalyse ebenfalls mit Kolo-
kalisationsstudien oder anderen klassischen lichtmikroskopischen Ansätzen und Experimenten
kombinierbar.
Ein weiterer sowie wichtiger Vorteil der dargestellten Methode ist, wie oben bereits erwähnt,
die Skalierbarkeit und Parallelisierung. In dem Übergang von der Grundlagenforschung zur
Anwendbarkeit im pharmazeutischen Kontext, stellen diese beiden Begriffe in der Regel die
größten Probleme dar, denn was als proof of concept funktioniert, muss nicht unbedingt in der
etablierten Forschung, in der Medizin, oder gar im Industriemaßstab anwendbar sein. Daher
wird im Kapitel 3.4.2 sowohl der inhaltliche als auch der methodische Ausblick auf die näch-
sten Jahre im Detail dargestellt. Hierbei werden nicht nur direkte Entwicklungsmöglichkeiten,
sondern auch das zukünftige Potenzial berücksichtigt.
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3.4.2 Was passiert in 5 bis 10 Jahren?
Die Langzeitprognose neuer Methoden, vor allem im Bereich der präklinischen Studien, stellt
immer eine schwierige Aufgabe dar. Neben den unmittelbaren Verbesserungen, die zuvor be-
schrieben wurden, kommt daher die Frage auf, wofür diese Methode in dieser oder abgeän-
derter Form zusätzlich benutzt werden kann. Abgesehen von der bereits erklärten Modularität
ist die Methode auch sehr flexibel in Bezug auf die zu untersuchenden Proben. Da es sich um
keine klassische Bildanalyse mehr handelt, ist der Ursprung der Rohdaten demnach von gerin-
ger Bedeutung. Im Detail bedeutet das eine Unabhängigkeit der Mikroskopie gegenüber ihrer
Auswertung. Die Analyse bedarf also keiner Anpassung an die jeweiligen Datensätze, sondern
funktioniert unabhängig davon, welche molekularen Strukturen gemessen werden.
Durch die äußerst hohe Sensitivität sowohl in der zeitlichen Komponente als auch bei den
Konzentrationen, oder ebenfalls bei anderen Behandlungen, sind wesentlich feinere und hö-
her aufgelöste Messungen möglich als bisher. Intrazelluläre Vorgänge, wie das Formen einer
fokalen Adhäsion, die Rekrutierung einzelner Proteine oder die Reorganisation diverser Struk-
turen, können auf Einzelmolekülebene betrachtet und genauestens analysiert werden.
Die erste große Prognose dieser Methode ist der Übergang zwischen Endpunktbestimmung und
Lebendzellfärbungen. In den zeitlichen Bereichen, in denen die hier dargestellte Methode zel-
luläre Vorgänge auflösen kann, ist eine Messung lebender Zellen daher absolut möglich und
sinnvoll. Allerdings ist an dieser Stelle eine methodische Veränderung des Versuchsaufbaus not-
wendig, denn in dem hier gezeigten Beispiel der FAK-Markierungen wurden Antikörper verwen-
det, weshalb die zu analysierenden Zellen zuvor fixiert und permeabilisiert wurden. In Zukunft
könnte man daher photoaktivierbare oder lichtschaltbare Proteine, wie etwa Dronpa oder EOS
nutzen [83, 84, 85]. Solche Proteine erlauben die Analyse lebender Zellen auf molekularer Ebe-
ne und ermöglichen somit eine Auflösung von schnell ablaufenden Vorgängen in Echtzeit.
Durch die Etablierung von Lebendzellfärbungen im Bereich der Einzelmolekülmikroskopie sind
wiederum viele weitere Experimente und Forschungsansätze möglich. Bei einer Echtzeitmes-
sung können im Vergleich zu klassischen Endpunktbestimmungen auch sehr kurzweilige oder
schnelle Prozesse aufgenommen und aufgelöst werden. Zusätzlich bieten Lebendzellfärbungen
eine wesentlich höhere Genauigkeit und biologische Relevanz.
Die zweite Prognose für diese Art der Mikroskopie ist die weitere Einbettung in die bestehende
Forschung. Hier gibt es zwei unterschiedliche Aspekte. Zum einen entsteht in der aktuellen Me-
dikamentenforschung und vor allem in präklinischen Studien immer mehr die Notwendigkeit,
potenzielle Kandidaten bestmöglich zu beschreiben und vorzuselektieren, da spätere klinische
Phasen mit einem enormen zeitlichen und finanziellen Aufwand einhergehen. Daher ist die
Einbettung zusätzlicher, sensibler Methoden der Charakterisierung und vor allem die Wirkung
solcher Kandidaten von großer Bedeutung.
Der zweite Aspekt dieser zweiten Prognose bezieht sich auf die Zielsetzung, hauptsächlich in der
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Krebsforschung, aber auch generell in der Medikamentenforschung, einen wesentlich individu-
elleren Weg der Therapie einzuschlagen. Bei der eigentlichen Behandlung eines Patienten wur-
de daher der Begriff ’personalisierte Medizin’ und ’Präzisionsmedizin’ geprägt [86, 87, 88, 89].
Allerdings gibt es wenige Gründe, warum die Personalisierung nicht schon in der Identifikation,
Charakterisierung und Analyse potenzieller Medikamente beginnen sollte. An dieser Stelle ist es
von großem Vorteil, dass die hier vorgeschlagene mikroskopische Analyse sowohl modular, als
auch unabhängig von den Rohdaten agiert. Im Detail hat dies zur Folge, dass es keine großen
Änderungen der Methode bedarf, um beispielsweise die Krebszellen verschiedener Patienten zu
untersuchen. Gleichzeitig können große Änderungen in den Ergebnissen erzielt werden, wo-




4.1.1 Embryonale Mausfibroblasten (MEF)
Die in dieser Arbeit kultivierten embryonalen Mausfibroblasten (MEF) wurden in DMEM/Ham’s
F-12 (1:1) mit 10 %(v/v) FCS bei 37 °C und 5 % CO2 passagiert. Embryonale Mausfibrobla-
sten sind adhärente Bindegewebszellen, die dank ihrer Kollagensezenierung unter anderem
als feeder layer verwendet werden. In dieser Arbeit wurden die MEF-Zellen allerdings als al-
leinstehende 2D-Zellkultur kultiviert. Der Hauptgrund für die Verwendung von MEF-Zellen in
dieser Arbeit ist ihre besonders ausgeprägte Form bezüglich fokaler Adhäsionen (siehe Abb. 13).
4.1.2 Humane Darmkrebszellen (SW620)
Die Zellkultur der humanen Darmkrebszellen (SW620) wurde in Leibovitz’s L-15 mit 10 %(v/v)
FCS bei 37 °C und 5 % CO2 durchgeführt. Für diese Arbeit wurden auch diese Zellen in einer
2D-Zellkutur kultiviert. Die SW620-Zellen wurden für diese Arbeit, zusätzlich zu den MEF-
Zellen, gewählt, um einen Vergleich zwischen gesunden und kanzerösen Zellen zu erhalten.
Dies gilt insbesondere bei der Einzelmolekülmikroskopie der FAK, da die Expression und Aktivi-
tät von FAK in Krebszellen deutlich erhöht ist [90, 68].
4.1.3 Zellpassage
Die Zellen wurden jeweils bei 80-90 % Konfluenz passagiert. Adhärente Zellen wurden
mit 1 mL PBS gewaschen und anschließend in 1 mL Trypsin/EDTA bei 37 °C (3 min für MEF,
6 min für SW620) inkubiert, um die Zellen zu lösen. Mit der Zugabe von 3 mL des jewei-
ligen Mediums wurde das Ablösen der Zellen gestoppt. Die nun gelösten Zellen wurden bei
140 xg für 3 min zentrifugiert und anschließend in 1 mL des jeweiligen Mediums resuspendiert
und in neue T25-Zellkulturflaschen (Sarstedt, Nümbrecht, Deutschland) überführt (2 % der re-
suspendierten Zellen für MEF, 20 % für SW620).
4.1.4 Probenvorbereitung
Für alle mikroskopischen Analysen wurden die Zellen auf sterile Deckgläser ausgesät. Die Sterili-
tät wurde durch Tränken der Deckgläser in 100 % Ethanol (unvergällt, um Verunreinigungen zu
minimieren) und anschließendem Abflammen sichergestellt. Für jede Probe wurden zwischen
8-15 µL der in 4.1.3 beschriebenen resuspendierten Zellpassage ausgesät und vor dem jewei-
ligen Experiment für mindestens 24 h bei 37 °C und 5 % CO2 inkubiert, um eine vollständige
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Adhäsion und Adaption zu gewährleisten.
Die in dieser Arbeit verwendeten Inhibitoren Y11 und Y15 sind spezifische Inhibitoren für die
Kinasedomäne der FAK; im Detail verhindern sie die Autophosphorylierung des Tyrosin 397. Die
gewählten Konzentrationen werden beim jeweiligen Versuch beschrieben, grundsätzlich wurde
ein Vielfaches der in früheren Arbeiten von Golubovskaya et al. ermittelten IC50-Werte verwen-
det. Für den Inhibitor Y11 liegt dieser Wert bei 50 nM, bei Y15 wurde ein IC50-Wert von 1 µM
ermittelt [58, 62]. Die Multiplikatoren in der hier verwendeten Arbeit liegen bei 1x,5x,10x und
50x.
4.2 Färbungen und Markierungen
4.2.1 Antikörpermarkierungen
Vor der eigentlichen Immunmarkierung wurden die Zellen mit 4 %(w/v) PFA und 0.2 %(v/v)
Glutaraldehyd in PBS für 30 min bei Raumtemperatur (RT) fixiert und mit 0.2 %(v/v) Triton
X-100 in PBS für 15 min bei RT permeabilisiert. Abschließend wurden die Coverslips 3x für
5 min mit PBS gewaschen.
Vor jeder Färbung mit dem jeweiligen Antikörper wurden die Zellen für 30 min bei RT mit
1 %(w/v) BSA in PBS geblockt. Für konfokalmikroskopische Aufnahmen wurden die Antikörper
1:200 (1. Antikörper) und 1:500 (2. Antikörper) in 1 %(w/v) BSA in PBS verdünnt. Für die
Einzelmolekülmikroskopie wurde ausschließlich der primäre Antikörper p-FAK (Tyr 397) mit
der Lotnummer: K1015 in einer Verdünnung von 1:5000 in 1 %(w/v) BSA in PBS verwendet.
Als sekundärer Antikörper wurde der Donkey anti-Rabbit IgG (H+L), Alexa Fluor 647 in einer
Verdünnung von 1:10000 in 1 %(w/v) BSA in PBS verwendet. Die Zellen wurden jeweils über
Nacht bei 4 °C gefärbt und nach jedem Antikörper wurden die Proben erneut 3x für 5 min mit
PBS gewaschen. Die vorbereiteten Proben können bei 4 °C in PBS gelagert werden. Dieses Fär-
beprotokoll basiert auf Babel et al. [50].
4.2.2 Calcein- & Hoechst-Färbung
Für die Lebendzellfärbungen wurden die Proben nach der entsprechenden Behandlung mit den
Inhibitoren (beschrieben in den jeweiligen Versuchen) mit einer Endkonzentration von 2 µM
Calcein im entsprechenden Medium (siehe Kapitel 4.1) für 30 min. bei 37 °C und 5 % CO2
inkubiert. Anschließend wurde das Medium durch PBS mit 5 µg/mL Hoechst ersetzt. Nach 5-
minütiger Färbung bei 37 °C wurde die Färbelösung entfernt und durch PBS ersetzt, um die
Aufnahmen zu starten. Für alle Lebendzellfärbungen wurde ein Objektiv mit 4-facher Vergröße-
rung gewählt, um möglichst viele Zellen gleichzeitig messen zu können. Dies erhöht nicht nur
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die Statistik, es verringert auch die Zeit der Messungen, in der die lebenden Zellen durch die
Färbungen oder sonstigen Behandlungen reagieren können. Daher wurden die Proben innerhalb
von 10 Minuten gemessen.
4.3 Einzelmolekülmikroskopie
Der in dieser Arbeit verwendete Mikroskopie-Aufbau ist eine Eigenkonstruktion der Arbeitsgrup-
pe Meckel, FB10 Biologie, TU-Darmstadt. Der Aufbau beinhaltet vier Laser mit den Anregungs-
wellenlängen 405 nm, 488 nm, 561 nm und 647 nm. Die durch dichromatische Spiegel in einen
gemeinsamen Strahlengang gelenkten Laser können einzeln durch einen Acousto-optic tunable
filter (AOTF) in den nachgeschalteten beam expander eingekoppelt werden. Bevor der jeweilige
Laser in das eigentliche Mikroskop gelangt, wird der Strahlengang noch über eine zwei-Spiegel-
Ablenkung geführt, welche eine parallel verschobene Einkopplung des Lasers in das Mikroskop,
und somit die verwendete Mikroskopietechnik TIRF [91] ermöglicht.
4.3.1 TIRF & PALM
Die Mikroskopietechnik TIRF wurde verwendet, um die adhärenten Bereiche der Membran auf
der Unterseite einer Zellen zu messen und um eine hohe Auflösung, dank geringerer Anregung
von Fluorophoren, welche sich nicht im Fokus befinden, zu ermöglichen. In Kombination mit
PALM [92, 93] konnte eine zusätzlich höhere Auflösung, die unterhalb der Beugungsbegren-
zung liegt, erreicht werden, was letztendlich die Einzelmolekülmikroskopie ermöglicht.
Insgesamt wurden pro Zelle 2000 Bilder unmittelbar hintereinander aufgenommen, um das
durch PALM begünstigte Blinken der Fluorophore möglichst oft zu erfassen. Die Fähigkeit von
Fluorophoren, wie die hier verwendeten Alexa-Farbstoffe, zu blinken, wird durch einen stocha-
stischen Wechsel zwischen on-state und off-state der Fluorophore bedingt. Das in Abbildung 32
vereinfachte Jablonski-Diagramm zeigt die Anregung der Moleküle und die damit verbundene
Anhebung auf ein höheres Energieniveau [94, 95]. Von diesem Zustand aus können Fluorophore
zurück in den Grundzustand gelangen, indem sie die Energie in Form von Fluoreszenz abgeben,
oder aber ohne Emission über einen off-state im angeregten Triplett-zustand (T1). Durch die
regelmäßige Anregung mittels UV werden die längeren Dunkelzustände (D) ebenfalls in den
Grundzustand, und somit in den on-state, überführt.
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Abbildung 32: Vereinfachtes Jablonski-Diagramm zur Darstellung der on-states und off-states von Fluorophoren.
Ein Fluorophor kann durch Anregung (grüner Pfeil, Ex) vom Grundzustand in einen höheren Ener-
giezustand überführt werden. Von dort kann es durch Emission von Fluoreszenz zurück in den
Grundzustand gelangen (roter Pfeil). Eine weitere Möglichkeit ist die emissionslose Überführung
in einen dunklen off-state. Hierdurch kann der Fluorophor ohne Fluoreszenz in den Grundzustand
zurück gelangen oder in einem permanenten Dunkelzustand übergehen. Um diesen Zustand auf-
zuheben, kann eine Anregung mittels UV genutzt werden.
Quelle des Bildes: Nahidiazar et al. 2016 [94]
Um die Blinkeigenschaften der verwendeten Fluorophore zu stabilisieren, wurde ein STORM-
Puffer während der Messung verwendet. Dieser Puffer verringert die Oxidationsrate der im
Dunkelzustand befindlichen Farbstoffe und begünstigt somit weiter die Rückkehr der Farbstoffe
in den on-state.
Enzym-Stock: Glukose-Stock:
0.2 %(v/v) Catalase 10 %(w/v) Glukose
0.4 %(v/v) TCEP (1M) 10 %(v/v) Glycerin
50 %(v/v) Gylcerin in ddH2O
45 %(v/v) ddH2O
2.5 %(v/v) KCl (1M)
2 %(v/v) Tris-HCl ph 7.5 (1M)
0.1 %(w/v) Glukose Oxidase
Die beiden Stock-Lösungen können bei -20 °C gelagert werden. Alle Messungen wurden in
400 µL Glukose-Stock mit 50 µL des Enzym-Stocks und 50 µL 1M Ethanolamin durchgeführt.
Nach Queensland Brain Institut.
(https://web.qbi.uq.edu.au/microscopy/dstorm-buffer/, Stand: 21.09.2017).
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4.3.2 FIJI & ThunderSTORM
Zur Auswertung der zuvor aufgenommenen 2000 Bilder wurde das FIJI [96] plugin Thunder-
STORM [97] verwendet.
Dieses plugin ermöglicht es, die blinkenden Signale der Fluorophore als Positionsdaten zu
erfassen. Zur besseren Veranschaulichung ist in Abbildung 33 ein Einzelbild eines Zellaus-
schnittes, der optische Mittelwert der aufgenommenen 2000 Bilder, und das 2D average shif-
ted Histogramm der ThunderSTORM Auswertung dieses Ausschnitts zu sehen (A-C = MEF,
D-F = SW620). In (C) bzw. (F) wurden die ermittelten Positionsdaten also für den Benutzer
nur noch einmal als 2D-Histogramm dargestellt.
Abbildung 33: Ein einzelnes Bild des 2000 Bilder großen Stapels der Rohdaten, der optische Mittelwert des
Stapels und die ThunderSTORM Projektion des Stapels (A-C = MEF, D-F = SW620).
Größenbalken = 5 µm
Als ersten Selektionsfilter der Positionsdaten wurde ein Mindestabstand zwischen einzelnen
blinkenden Fluorophoren von 20 nm gewählt. Signale unterhalb dieser Grenze werden zu-
sammengefasst und als ein einzelnes Signal gezählt. Grund hierfür ist, dass zwei gebundene
und konjugierte Antikörper einen ungefähren Durchmesser von 20 nm einnehmen und somit
verhindert wird, dass derselbe Fluorophor, oder zwei Fluorophore an einem primären Antikör-
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per, als zwei Signale detektiert werden, da nicht die Fluorophore, sondern die pFAK-Moleküle
gezählt werden sollen.
Der nächste Selektionsfilter wurde aufgrund der Größe der Normalverteilung der detektierten
Signale gewählt, um lediglich die relevanten Helligkeitsverteilungen aufzunehmen. Die aufge-
nommenen fokalen Adhäsionen einer Zelle wurden dann in 16 µm² ROI aufgeteilt (2-3 pro Auf-
nahme) und die durch das plugin ThunderSTORM detektierten Signale, inklusive Koordinaten
gespeichert, um diese weiter analysieren und auswerten zu können. Die weitere Analyse basiert
daher ausschließlich auf den ermittelten Positionsdaten. Es handelt sich ab diesem Schritt nicht
mehr um eine Bild-, sondern um eine statistische Analyse.
4.4 Clusteranalyse
Die aus dem plugin ThunderSTORM exportierten Daten wurden mittels DB-SCAN [98, 99] oder
HDB-SCAN [100], mit oder ohne vorheriger heatmap, analysiert. Für die heatmap wurden 500
Unterscheidungen in der Dichte berücksichtigt. Als threshold für die Erstellung der binären Dich-
temaske wurde 1.6x10−7 gewählt. Wenn nicht anders angegeben, wurden alle Analysen mittels
HDB-SCAN mit vorangehender Elimination des Hintergrundes durch die Dichtemaske durchge-
führt. Für die Clusteranalyse wurde die Mindestanzahl an Signalen pro Cluster auf 20 festge-
setzt. Unterhalb dieser Grenze wurden keine Cluster berücksichtigt.
4.5 Statistische Auswertung
Die gesamte statistische Auswertung wurde mit dem Statistikprogramm R [101], genauer
RStudio [102, 103] durchgeführt. Die zusätzlich verwendeten Pakete sind dbscan [104], SMoLR
[105], tictoc [106], MASS [107], spatstat [108], signal [109], ggplot2 [110], viridis [111] und
cowplot [112].
Für die statistische Auswertung der Einzelmoleküldaten wurden diese aufgrund ihrer rechts-
schiefen Verteilung logarithmisch transformiert. Abschließend wurde ein Zweistichproben-t-Test
durchgeführt, um die Signifikanz der Messungen zu ermitteln. Die Legende der Signifikanz wur-
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for ( j in 1:10) {
# CLUSTER SIMULATION
A = 4000 # p l o t area
N = sample (2:10 , 1) # number o f c l u s t e r s
B = sample (250:600 , 1) # background s p o t s
# c l u s t e r c e n t e r s
ccX = runi f (N, min = 0 , max = A)
ccY = runi f (N, min = 0 , max = A)
# s p o t s per c l u s t e r
spotsX <− NULL
spotsY <− NULL
detec t ionsC <− NULL
for ( i in 1:N) {
n = sample (10:300 , 1) # s p o t s per c l u s t e r
s1 = sample (50:150 , 1) # spread x dimension
s2 = sample (50:150 , 1) # spread y dimension
the ta= sample (0:360 ,1) # r o t a t i o n ang l e
spotsXt1 = rnorm(n * i , ccX [ i ] , s1 )
spotsYt1 = rnorm(n * i , ccY [ i ] , s2 )
spotsXt2 = (( spotsXt1−ccX [ i ]) *cos ( the ta )−(spotsYt1−ccY [ i ]) * sin ( the ta ) )+
,→ ccX [ i ]
spotsYt2 = (( spotsXt1−ccX [ i ]) * sin ( the ta )+(spotsYt1−ccY [ i ]) *cos ( the ta ) )+
,→ ccY [ i ]
spotsX <− rbind ( spotsX , matrix (nrow = length ( spotsXt2 ) , ncol = 1 ,
,→ spotsXt2 ) )
spotsY <− rbind ( spotsY , matrix (nrow = length ( spotsXt2 ) , ncol = 1 ,
,→ spotsYt2 ) )
de tec t ionsC <− rbind ( detect ionsC , matrix (nrow = length ( spotsXt2 ) , ncol =
,→ 1 , i ) )
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}# background s p o t s
backgroundX = runi f (B , min = 0 , max = A)
backgroundY = runi f (B , min = 0 , max = A)
# combine a l l in one v e c t o r
de tec t ionsX = c ( spotsX , backgroundX )
de tec t ionsY = c ( spotsY , backgroundY )
detec t ionsC <− append( detect ionsC , matrix (nrow = length ( backgroundX ) , ncol
,→ = 1 , 0) )
d e t e c t i o n s = cbind ( detec t ionsX , detec t ionsY , de tec t ionsC )
de tec t i ons1 <− cbind (as . integer (1 : length ( de tec t ionsX ) ) , 1 , detec t ionsX ,
,→ detec t ionsY , 1 , 1 , 1 , 1 , 1 , 0)
colnames ( de tec t i ons1 ) <− c ( " id " , " frame " , " x . . nm. " , " y . . nm. " , " sigma . . nm. " ,
,→ " i n t e n s i t y . . photon . " , " o f f s e t . . photon . " , " bkgstd . . photon . " , " chi2 " ,
,→ " unce r t a in t y . . nm. " )
# p l o t
Tmp <− paste (getwd () , " / sim/ " , " Sim−" , A , "−" , N, "−" , n , "−" , s1 , "−" , s2 ,
,→ "−" , B , " . png " , sep = " " )
png(Tmp)
par ( pty = " s " )
plot ( d e t e c t i o n s [ , 1] , d e t e c t i o n s [ , 2] , xl im = c (0 , A) , yl im = c (0 , A) , asp
,→ = 1 , pch = 20 , main=paste ( "N= " , N) , x lab=" " , y lab=" " )
dev . of f ()
# save c s v
Tmp <− paste (getwd () , " / sim/ " , " Sim−" , A , "−" , N, "−" , n , "−" , s1 , "−" , s2 ,
,→ "−" , B , " . csv " , sep = " " )
write . table ( detec t ions1 , f i l e = Tmp, sep = " , " , row .names = FALSE)
Tmp <−paste (getwd () , " / sim/ " , " Sim−" , A , "−" , N, "−" , n , "−" , s1 , "−" , s2 ,
,→ "−" , B , "−Contro l " , " . csv " , sep = " " )




#### depend i e s ####
l i b ra ry ( t i c t o c )
l i b ra ry ( t c l t k )
l i b ra ry (MASS)
l i b ra ry ( s p a t s t a t )
l i b ra ry ( s i g n a l )
l i b ra ry ( ggplot2 )
l i b ra ry ( v i r i d i s )
l i b ra ry (SMoLR)
l i b ra ry ( cowplot )
l i b ra ry ( s t a t s )
l i b ra ry ( dbscan )
source ( "R/ s tep _hdbscan .R" )
source ( "R/ s tep _dbscan .R" )
source ( "R/ s tep _ r i p l e y .R" )
source ( "R/ s tep _ th re sho ld .R" )
source ( "R/ s tep _kmeans .R" )
#### p l o t & save ? ####
DoPrint <− TRUE # save p l o t s as . png
S i n g l e F i l e P l o t <− TRUE # save p l o t s as one . png (TRUE) or as s e p a r a t e f i l e s
,→ ( FALSE ) . Only used i f DoPr int = TRUE
DoSave <− FALSE # save workspace as . RData F i l e
#### parameters ####
# DB Scan
Eps <− 83 # max d i s t a n c e between p o i n t s ; 83 f o r MEF and SW620
Mpts <− 17 # min number o f p o i n t s ; MEF: 17 , SW620: 50
# HDB Scan
Pt s <− 20 # min number o f p o i n t s
# Heatmap
Hmbs <− 500 #number o f b in s
Hmbw <− 400 #kde bandwith
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Thresh <− 1.6e−07 #Thresho ld f o r bw bitmap
#### g e t path & s t a r t loop ####
Path <− tk _choose . dir (getwd () )
t i c ()
print ( " S t a r t i n g " )
f l u s h . console ()
F i l e l i s t <− l i s t . f i l e s (path = Path , pa t te rn = " \ \ . csv$ " , ignore . case = TRUE
,→ )
F i l e l i s t <− F i l e l i s t [ F i l e l i s t != " s i n g l e d a t a A l l . csv " ]
F i l e l i s t <− F i l e l i s t [ F i l e l i s t != " s i n g l e d a t a A l l 1 . csv " ]
F i l e l i s t <− F i l e l i s t [ F i l e l i s t != " s ing leda taA l lDB . csv " ]
F i l e l i s t <− F i l e l i s t [ F i l e l i s t != " s ingledataAllDBM . csv " ]
F i l e l i s t <− F i l e l i s t [ F i l e l i s t != " s ingledataAl lHDB . csv " ]
F i l e l i s t <− F i l e l i s t [ F i l e l i s t != " singledataAllHDBM . csv " ]
F i l e l i s t <− F i l e l i s t [ F i l e l i s t != " Clusternumber . csv " ]
F i l e l i s t <− sort ( F i l e l i s t )
print ( paste ( " Found " , length ( F i l e l i s t ) , " f i l e ( s ) " , sep = " " ) )
f l u s h . console ()
S ing leC lus te rDataAl lDB <− data . frame (matrix (nrow = 0 , ncol = 7) )
SingleClusterDataAl lDBM <− data . frame (matrix (nrow = 0 , ncol = 7) )
SingleClusterDataAl lHDB <− data . frame (matrix (nrow = 0 , ncol = 7) )
SingleClusterDataAllHDBM <− data . frame (matrix (nrow = 0 , ncol = 7) )
Clusternumber <− data . frame (matrix (nrow = 0 , ncol = 5) )
for ( j in 1: length ( F i l e l i s t ) ) {
t i c ()
#### g e t c s v ####
F i l e<− l i s t ()
F i l e$Fu l lpa th <− paste ( Path , F i l e l i s t [ j ] , sep = " / " )
F i l e$Name <− basename( F i l e$Fu l lpa th )
F i l e$S a v e f i l e <− gsub ( ’ . {4}$ ’ , ’ ’ , F i l e$Name)
F i l e$Path<−Path
Csv <− read . csv ( F i l e$Fu l lpa th )
Pa t te rn <− ppp( Csv [ , 3] , Csv [ , 4] , c (min( Csv [ , 3]) , max( Csv [ , 3]) ) ,
,→ c (min( Csv [ , 4]) , max( Csv [ , 4]) ) , unitname = c ( "nm" , "nm" ) )
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#### t h r e s h o l d ####
Masked <− step_ th re sho ld ( Csv , Hmbs , Hmbw, Thresh )
PatternM <− ppp( Csv [ , 3] , Csv [ , 4] , c (min( Csv [ , 3]) , max( Csv [ , 3]) )
,→ , c (min( Csv [ , 4]) , max( Csv [ , 4]) ) , unitname = c ( "nm" , "nm" ) ,
,→ window = Masked$Mask)
CsvM <− subset ( Csv , x . . nm. %in% PatternM$x & y . . nm. %in% PatternM$y
,→ )
#### k s t a t i s t i c s ####
Rip ley s<−step_ r i p l e y ( Pa t te rn )
#### DB Scan ####
DbInp <− data . frame ( Csv$x . . nm. , Csv$y . . nm. , Csv [ncol ( Csv ) ] , Csv$
,→ frame , " 1 " )
colnames ( DbInp ) <− c ( "X " , " Y " , " P r e c i s i o n " , " F i r s t _Frame " , " Channel
,→ " )
DbInp$Channel <− as . double (1)
DbScan<−step_dbscan (DbInp , Eps , Mpts )
#### DB Scan Masked ####
DbInpM <− data . frame (CsvM$x . . nm. , CsvM$y . . nm. , CsvM[ncol (CsvM) ] , CsvM
,→ $frame , " 1 " )
colnames (DbInpM) <− c ( "X " , " Y " , " P r e c i s i o n " , " F i r s t _Frame " , "
,→ Channel " )
DbInpM$Channel <− as . double (1)
DbScanM<−step_dbscan (DbInpM , Eps , Mpts )
#### HDB Scan ####
Hdbsinp <− cbind ( Csv$x . . nm. , Csv$y . . nm. , Csv [ncol ( Csv ) ])
HdbScan<−step_hdbscan ( Hdbsinp , P t s )
HdbsinpM<−cbind (CsvM$x . . nm. , CsvM$y . . nm. , CsvM[ncol (CsvM) ])
HdbScanM<−step_hdbscan (HdbsinpM , Pt s )
#### p l o t s ####
i f ( DoPrint==TRUE) {
#s c a t t e r p l o t
ScP lo t<−ggplot ( Csv , aes ( x = Csv$x , y = Csv$y ) )+ geom_ point (
,→ s i z e = .4 , shape = 16) + coord_ f i x e d ( r a t i o = 1)+ labs
85
,→ ( t i t l e = " raw data " , x = " " , y = " " )+theme_ void () +
,→ theme( plot . t i t l e = element_ text ( h j u s t = 0.5) )
#S c a t t e r p l o t masked
ScPlotM<− ggplot (CsvM , aes ( x = CsvM$x , y = CsvM$y ) )+ geom_
,→ point ( s i z e = .4 , shape = 16) + coord_ f i x e d ( r a t i o = 1)
,→ + labs ( t i t l e = " masked raw data " , x = " " , y = " " )+
,→ theme_ void () + theme( plot . t i t l e = element_ text ( h j u s t
,→ = 0.5) )+xlim ( Pat te rn$window$xrange ) + ylim ( Pat te rn$
,→ window$yrange )
i f ( S i n g l e F i l e P l o t==TRUE) {
P l o t L i s t<− l i s t (Masked$HmPlot , ScPlot , HdbScan$HdbPlot
,→ , DbScan$DbPlot# , R i p l e y s$HPlot
, Masked$BmPlot , ScPlotM , HdbScanM$HdbPlot , DbScanM$
,→ DbPlot )#) , Kmeans$KmPlot )
A l l P l o t s<−plot _ grid ( p l o t l i s t=P l o t L i s t , ncol=4, l abe l s
,→ = "AUTO" )
Tmp <− paste ( F i l e$Path , " / " , F i l e$Save f i l e , "−p l o t s " ,
,→ " . png " , sep = " " )
ggsave (Tmp, plot = A l l P l o t s , dev ice = " png " , width
,→ = 35 , he ight = 14)
} else {
Tmp <− paste ( F i l e$Path , " / " , F i l e$Save f i l e , "−s c a t t e r
,→ " , " . png " , sep = " " )
ggsave (Tmp, plot = ScPlot , dev ice = " png " , width =
,→ 7 , he ight = 7)
Tmp <− paste ( F i l e$Path , " / " , F i l e$Save f i l e , "−dbscan "
,→ , "−" , DbScan$DBScan$ i nput s$eps , "−" , DbScan$
,→ DBScan$ i nput s$MinPts , " . png " , sep = " " )
ggsave (Tmp, plot = DbScan$DbPlot , dev ice = " png " ,
,→ width = 7 , he ight = 7)
Tmp <− paste ( F i l e$Path , " / " , F i l e$Save f i l e , "−Hstat " ,
,→ " . png " , sep = " " )
ggsave (Tmp, plot = Rip ley s$HPlot , dev ice = " png " ,
,→ width = 7 , he ight = 7)
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Tmp <− paste ( F i l e$Path , " / " , F i l e$Save f i l e , "−heat " ,
,→ " . png " , sep = " " )
ggsave (Tmp, plot = Masked$HmPlot , dev ice = " png " ,
,→ width = 7 , he ight = 7)
Tmp <− paste ( F i l e$Path , " / " , F i l e$Save f i l e , "−dbscanM
,→ " , "−" , DbScan$DBScan$ i nput s$eps , "−" , DbScan
,→ $DBScan$ i nput s$MinPts , " . png " , sep = " " )
ggsave (Tmp, plot = DbScanM$DbPlot , dev ice = " png " ,
,→ width = 7 , he ight = 7)
Tmp <− paste ( F i l e$Path , " / " , F i l e$Save f i l e , "−
,→ scat terM " , " . png " , sep = " " )
ggsave (Tmp, plot = ScPlotM , dev ice = " png " , width =
,→ 7 , he ight = 7)
Tmp <− paste ( F i l e$Path , " / " , F i l e$Save f i l e , "−Mask " , "−
,→ " ,Hmbs , "−" ,Hmbw, "−" , Thresh , " . png " , sep=" " )
ggsave (Tmp, plot = Masked$BmPlot , dev ice = " png " ,
,→ width = 7 , he ight = 7)
Tmp <− paste ( F i l e$Path , " / " , F i l e$Save f i l e , "−KMeans " ,
,→ "−" , length (Kmeans$KmData) , " . png " , sep=" " )
ggsave (Tmp, plot = Kmeans$KmPlot , dev ice = " png " ,
,→ width = 7 , he ight = 7)
Tmp <− paste ( F i l e$Path , " / " , F i l e$Save f i l e , "−HdbScan "
,→ , "−" , HdbScan$HdbScan$ i nput s$MinPts , " . png " , sep
,→ =" " )
ggsave (Tmp, plot = HdbScan$HdbPlot , dev ice = " png " ,
,→ width = 7 , he ight = 7)
Tmp <− paste ( F i l e$Path , " / " , F i l e$Save f i l e , "−HdbScanM
,→ " , "−" ,HdbScanM$HdbScan$ i nput s$MinPts , " . png " ,
,→ sep=" " )
ggsave (Tmp, plot = HdbScanM$HdbPlot , dev ice = " png "





i f (DoSave==TRUE) {
S a v e f i l e <− paste ( F i l e$Path , " / " , F i l e$Save f i l e , " . RData " ,
,→ sep = " " )
save . image( f i l e = S a v e f i l e )
}
#### c o l l e c t a l l data ####
Conz <− gsub ( ’ . *_ ( conz[0−9]+) . * ’ , ’ \\1 ’ , F i l e$Name)
Conz <− gsub ( " conz " , " " , Conz)
Inh ib <− gsub ( ’ . *_ (Y[0−9]+) . * ’ , ’ \\1 ’ , F i l e$Name)
#c o l l e c t DB Scan
i f ( i s .na(DbScan$DbCluster [1 ,1])==TRUE) {
ClusterDataDB<−data . frame ( F i l e$Name, Inhib , Conz , DbScan$
,→ DbCluster$ c l u s t e r , DbScan$DbCluster$area , DbScan$
,→ DbCluster$N, DbScan$DbCluster$N)
colnames ( ClusterDataDB )<−c ( " F i l e " , " I n h i n b i t o r " , "
,→ Concentrat ion " , " ClusterNumber " , " Area " , " Dot sPerC lus te r
,→ " , " C lu s t e rDens i t y " )
} else {
ClusterDataDB<−data . frame ( F i l e$Name, Inhib , Conz , DbScan$
,→ DbCluster$ c l u s t e r , DbScan$DbCluster$area , DbScan$
,→ DbCluster$N, DbScan$DbCluster$N/DbScan$DbCluster$area )
colnames ( ClusterDataDB )<−c ( " F i l e " , " I n h i n b i t o r " , "
,→ Concentrat ion " , " ClusterNumber " , " Area " , " Dot sPerC lus te r
,→ " , " C lu s t e rDens i t y " )
}
S ing leC lus te rDataAl lDB<−rbind ( S ing leClus terDataAl lDB , ClusterDataDB )
#c o l l e c t masked DB Scan
i f ( i s .na(DbScanM$DbCluster [1 ,1])==TRUE) {
ClusterDataDBM<−data . frame ( F i l e$Name, Inhib , Conz , DbScanM$
,→ DbCluster$ c l u s t e r , DbScanM$DbCluster$area , DbScanM$
,→ DbCluster$N, DbScanM$DbCluster$N)
colnames ( ClusterDataDBM )<−c ( " F i l e " , " I n h i n b i t o r " , "
,→ Concentrat ion " , " ClusterNumber " , " Area " , " Dot sPerC lus te r
,→ " , " C lu s t e rDens i t y " )
} else {
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ClusterDataDBM<−data . frame ( F i l e$Name, Inhib , Conz , DbScanM$
,→ DbCluster$ c l u s t e r , DbScanM$DbCluster$area , DbScanM$
,→ DbCluster$N, DbScanM$DbCluster$N/DbScanM$DbCluster$
,→ area )
colnames ( ClusterDataDBM )<−c ( " F i l e " , " I n h i n b i t o r " , "
,→ Concentrat ion " , " ClusterNumber " , " Area " , " Dot sPerC lus te r
,→ " , " C lu s t e rDens i t y " )
}
SingleClusterDataAl lDBM<−rbind ( SingleClusterDataAllDBM ,
,→ ClusterDataDBM )
#c o l l e c t HDB Scan
i f ( i s .na(HdbScan$HdbCluster [1 ,1])==TRUE) {
ClusterDataHDB<−data . frame ( F i l e$Name, Inhib , Conz , HdbScan$
,→ HdbCluster$ c l u s t e r , HdbScan$HdbCluster$area , HdbScan$
,→ HdbCluster$N, HdbScan$HdbCluster$N)
colnames ( ClusterDataHDB )<−c ( " F i l e " , " I n h i n b i t o r " , "
,→ Concentrat ion " , " ClusterNumber " , " Area " , " Dot sPerC lus te r
,→ " , " C lu s t e rDens i t y " )
} else {
ClusterDataHDB<−data . frame ( F i l e$Name, Inhib , Conz , HdbScan$
,→ HdbCluster$ c l u s t e r , HdbScan$HdbCluster$area , HdbScan$
,→ HdbCluster$N, HdbScan$HdbCluster$N/HdbScan$HdbCluster$
,→ area )
colnames ( ClusterDataHDB )<−c ( " F i l e " , " I n h i n b i t o r " , "
,→ Concentrat ion " , " ClusterNumber " , " Area " , " Dot sPerC lus te r
,→ " , " C lu s t e rDens i t y " )
}
SingleClusterDataAl lHDB<−rbind ( SingleClusterDataAl lHDB ,
,→ ClusterDataHDB )
#c o l l e c t masked HDB Scan
i f ( i s .na(HdbScanM$HdbCluster [1 ,1])==TRUE) {
ClusterDataHDBM<−data . frame ( F i l e$Name, Inhib , Conz , HdbScanM$
,→ HdbCluster$ c l u s t e r , HdbScanM$HdbCluster$area , HdbScanM$
,→ HdbCluster$N, HdbScanM$HdbCluster$N)
colnames ( ClusterDataHDBM )<−c ( " F i l e " , " I n h i n b i t o r " , "
,→ Concentrat ion " , " ClusterNumber " , " Area " , " Dot sPerC lus te r
,→ " , " C lu s t e rDens i t y " )
} else {
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ClusterDataHDBM<−data . frame ( F i l e$Name, Inhib , Conz , HdbScanM$
,→ HdbCluster$ c l u s t e r , HdbScanM$HdbCluster$area , HdbScanM$
,→ HdbCluster$N, HdbScanM$HdbCluster$N/HdbScanM$
,→ HdbCluster$area )
colnames ( ClusterDataHDBM )<−c ( " F i l e " , " I n h i n b i t o r " , "
,→ Concentrat ion " , " ClusterNumber " , " Area " , " Dot sPerC lus te r
,→ " , " C lu s t e rDens i t y " )
}
SingleClusterDataAllHDBM<−rbind ( SingleClusterDataAllHDBM ,
,→ ClusterDataHDBM )
#c o l l e c t nuber o f s i g n a l s per ROI
Clus te rP<−data . frame ( F i l e$Name, Pa t te rn$n , PatternM$n , Pa t te rn$n−
,→ PatternM$n)
colnames ( C lus te rP )<−c ( " F i l e " , " Tota l _ s i g n a l s " , " C lu s t e r _ s i g n a l s " , "
,→ Background_ s i g n a l s " )
Clusternumber<−rbind ( Clusternumber , C lus te rP )
Prog=paste ( " F in i shed f i l e " , j , " o f " , length ( F i l e l i s t ) , sep=" " )
print ( Prog )
f l u s h . console ()
toc ()
}
Tmp <− paste ( Path , " / " , " s ing leda taA l lDB . csv " , sep = " " )
write . table ( S ing leClus terDataAl lDB , f i l e=Tmp, sep = " , " ,row .names=FALSE)
Tmp <− paste ( Path , " / " , " s ingledataAllDBM . csv " , sep = " " )
write . table ( SingleClusterDataAllDBM , f i l e=Tmp, sep = " , " ,row .names=FALSE)
Tmp <− paste ( Path , " / " , " s ingledataAl lHDB . csv " , sep = " " )
write . table ( SingleClusterDataAl lHDB , f i l e=Tmp, sep = " , " ,row .names=FALSE)
Tmp <− paste ( Path , " / " , " singledataAllHDBM . csv " , sep = " " )
write . table ( SingleClusterDataAllHDBM , f i l e=Tmp, sep = " , " ,row .names=FALSE)
Tmp <− paste ( Path , " / " , " Clusternumber . csv " , sep = " " )




step_dbscan <− function (x , eps , minpts ) {
Smodbs <− SMOLR_DBSCAN(x , eps = eps , MinPts = minpts )
C lu s t e r <− SMOLR_POINT_FEATURES(Smodbs)
DbLis t <− l i s t (DBScan = Smodbs)
nClust <− max(Smodbs$dbscan$Clus ter , na .rm = TRUE)
#d e l e t e background
for ( i in 1: length (Smodbs$dbscan$C lu s t e r ) ) {
i f (Smodbs [[ " dbscan " ] ] [ [ " C lu s t e r " ] ] [ [ i ]] == 0) {
Smodbs$dbscan$C lu s t e r [ i ] <− NA
}
}
i f (nrow( C lu s t e r ) == 0) {
CPlot <− ggplot (Smodbs$dbscan , aes ( x = Smodbs$dbscan$X , y =
,→ Smodbs$dbscan$Y , co lo r = Smodbs$dbscan$C lu s t e r ) ) +
geom_ point ( s i z e = .4 , shape = 16) + coord_ f i x e d ( r a t i o = 1)
,→ +
labs ( t i t l e = " " , x = " " , y = " " ) +
theme_ void () +
theme( plot . t i t l e = element_ text ( h j u s t = 0.5) , legend .
,→ p o s i t i o n = " none " ) +
xlim ( Pat te rn$window$xrange ) +
ylim ( Pat te rn$window$yrange )
tmp <− data . frame (matrix (nrow = 1 , ncol = 14 , NA) )
colnames (tmp) <− c ( " Channel " , " c l u s t e r " , "meanX" , "meanY " ,
,→ " sd " , " width " , " area " , " per imeter " , " major_ a x i s " , "
,→ minor_ a x i s " , " r a t i o " , " angle " , "N" , " ske l e ton " )
C lu s t e r <− tmp
} else {
CPlot <− ggplot (Smodbs$dbscan , aes ( x = Smodbs$dbscan$X , y =
,→ Smodbs$dbscan$Y , co lo r = Smodbs$dbscan$C lu s t e r ) ) +
geom_ point ( s i z e = .4 , shape = 16) +
coord_ f i x e d ( r a t i o = 1) +
labs ( t i t l e = " " , x = " " , y = " " ) +
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theme_ void () +
theme( plot . t i t l e = element_ text ( h j u s t = 0.5) , legend .
,→ p o s i t i o n = " none " ) +
scale _ co lo r _ gradientn ( colours = rainbow (nrow( C lu s t e r ) ) ) +
xlim ( Pat te rn$window$xrange ) +
ylim ( Pat te rn$window$yrange )
}
DbLis t <− append( DbList , l i s t ( DbCluster = Clus ter , DbPlot = CPlot ) )




step_hdbscan <− function (x , minpts ) {
Hdbs <− dbscan : : hdbscan ( x = x [ , 1 :2] , minPts = minpts )
HdbsData <− data . frame ( x [ , 1] , x [ , 2] , x [ , 3] , Hdbs$ c l u s t e r )
names( HdbsData ) <− c ( "X " , " Y " , " P r e c i s i o n " , " C lu s t e r " )
HdbsData$Channel <− 1
parameters <− SMoLR : :SMOLR_PARAMETER( HdbsData )
c l u s t _parameters <− data . frame (matrix (ncol = 12 , nrow = 0) )
for ( j in min( HdbsData$C lu s t e r ) :max( HdbsData$C lu s t e r ) ) {
Tmp2 = subset ( HdbsData , C lu s t e r == j )
c l u s t _parameters _temp <− cbind (SMoLR : :SMOLR_PARAMETER(Tmp2) , b inary _no = j )
i f ( j == 0) {
names( c l u s t _parameters ) <− names( c l u s t _parameters _temp)
}
c l u s t _parameters <− rbind ( c l u s t _parameters , c l u s t _parameters _temp)
}
input s <− l i s t ( MinPts = minpts )
Smohdbs <− c ( dbscan = l i s t ( HdbsData ) , parameters = l i s t ( parameters ) , c l u s t _
,→ parameters = l i s t ( c l u s t _parameters ) , input s = l i s t ( input s ) )
c lass (Smohdbs) <− " smolr_dbscan "
HdbCluster <− SMoLR : :SMOLR_POINT_FEATURES(Smohdbs)
HdbList <− l i s t (HdbScan = Smohdbs)
nClust <− max(Smohdbs$dbscan$Clus ter , na .rm = TRUE)
#d e l e t e background
for ( i in 1: length (Smohdbs$dbscan$C lu s t e r ) ) {
i f (Smohdbs$dbscan$C lu s t e r [[ i ]] == 0) {




i f (nrow( HdbCluster ) == 0) {
HdbPlot <− ggplot (Smohdbs$dbscan , aes ( x = Smohdbs$dbscan$X , y = Smohdbs$
,→ dbscan$Y , co lo r = Smohdbs$dbscan$C lu s t e r ) ) +
geom_ point ( s i z e = .4 , shape = 16) +
coord_ f i x e d ( r a t i o = 1) +
labs ( t i t l e = " " , x = " " , y = " " ) +
theme_ void () +
theme( plot . t i t l e = element_ text ( h j u s t = 0.5) , legend . p o s i t i o n = " none " ) +
xlim ( Pat te rn$window$xrange ) +
ylim ( Pat te rn$window$yrange )
tmp <− data . frame (matrix (nrow = 1 , ncol = 14 , NA) )
colnames (tmp) <− c ( " Channel " , " c l u s t e r " , "meanX" , "meanY " , " sd " , " width " , "
,→ area " , " per imeter " , " major_ a x i s " , " minor_ a x i s " , " r a t i o " , " angle " , "N"
,→ , " s ke l e ton " )
HdbCluster <− tmp
} else {
HdbPlot <− ggplot (Smohdbs$dbscan , aes ( x = Smohdbs$dbscan$X , y = Smohdbs$
,→ dbscan$Y , co lo r = Smohdbs$dbscan$C lu s t e r ) ) +
geom_ point ( s i z e = .4 , shape = 16) +
coord_ f i x e d ( r a t i o = 1) +
labs ( t i t l e = " " , x = " " , y = " " ) +
theme_ void () +
theme( plot . t i t l e = element_ text ( h j u s t = 0.5) , legend . p o s i t i o n = " none " ) +
xlim ( Pat te rn$window$xrange ) +
ylim ( Pat te rn$window$yrange ) +
scale _ co lo r _ gradientn ( colours = rainbow ( length (Smohdbs$dbscan$C lu s t e r ) ) )
}
HdbList <− append( HdbList , l i s t ( HdbCluster = HdbCluster , HdbPlot = HdbPlot )
,→ )




step_ th re sho ld <− function (x , bs , bw, th r ) {
KdeHm <− MASS : : kde2d ( x$x . . nm. , x$y . . nm. , n = bs , h = bw)
KdeHm2 <− KdeHm
Bw <− matrix (data = NA,
nrow = bs ,
ncol = bs )
KdeHm2$z [KdeHm2$z <= thr ] <− 0
KdeHm2$z [KdeHm2$z > 0] <− 1
Bw[KdeHm$z <= thr ] <− FALSE
Bw[KdeHm2$z > 0] <− TRUE
KdeHmTiles <− data . frame (matrix (nrow = 0 , ncol = 3) )
for ( i in 1: bs ) {
XTmp <− matrix (nrow = bs , ncol = 1 , KdeHm$x[ i ])
YTmp <− KdeHm$y
ZTmp <− KdeHm2$z [ i , ]
KdeHmTilesTmp <− data . frame (XTmp, YTmp, ZTmp)
KdeHmTiles <− rbind ( KdeHmTiles , KdeHmTilesTmp)
}
colnames ( KdeHmTiles ) <− c ( " x " , " y " , " dens " )
Mask <−
owin (
xrange = c (min( x [ , 3]) , max( x [ , 3]) ) ,
yrange = c (min( x [ , 4]) , max( x [ , 4]) ) ,




ggplot (x , aes ( x = x$x . . nm. , y = x$y . . nm. ) ) + coord_ f i x e d ( r a t i o = 1) + s ta t _
,→ dens i ty2d (
aes ( f i l l = s ta t ( density ) ) ,
contour = FALSE ,
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geom = ’ t i l e ’ ,
show . legend = FALSE ,
n = bs ,
h = bw
) + scale _ f i l l _ v i r i d i s () + labs (
t i t l e = " " ,
x = " " ,
y = " "
) + theme_ void () + theme( plot . t i t l e = element_ text ( h j u s t = 0.5) )
#binary mask
BmPlot <−
ggplot ( KdeHmTiles ) + geom_ point ( aes (x , y , co lo r = KdeHmTiles$dens ) , show .
,→ legend = FALSE) + scale _ co lo r _ grad ien t ( low = " black " , high = " white " )
,→ + coord_ f i x e d ( r a t i o = 1) + labs (
t i t l e = " " ,
x = " " ,
y = " "
) + theme_ void () +
geom_segment ( aes ( x=max( x [ ,3] )−1200,y=min( x [ ,4] ) +200,xend=max( x [ ,3] )−200,
,→ yend=min( x [ ,4] ) +200, s i z e =3,col=" white " ) )+
theme( legend . p o s i t i o n = " none " )
Threshold <− l i s t (Mask = Mask , HmPlot = HmPlot , BmPlot = BmPlot )
return ( Threshold )
}
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Erklärung der eigenen Arbeit
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